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(Farbstoff, absorbiert 651nm und emittiert 660nm) 
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(Farbstoff, absorbiert 495nm und emittiert 519nm) 
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„Blood derived dendritic cell antigen“ 
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Basenpaar(e) 
Bovines Serum Albumin 
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„Cluster of Differentiation“ 
(Unterscheidungsgruppen) 
common DC precursor 
(Gemeinsame DC-Vorläuferzelle) 
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chaperon mediated autophagy 
(Chaperon-gesteuerte Autophagie) 
common myeloid precursor 
(Gemeinsame myeloide Vorläuferzelle) 
Kohlenstoffdioxid 
„carbohydrate recognition domain“ 
(Kohlenhydraterkennungsdomäne) 
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„C-type lectin-like domains’’ 
(C-Typ Lektin-ähnliche Domäne) 
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(Farbstoff, absorbiert 743nm und emittiert 767nm) 
4′,6-Diamidin-2-phenylindol 
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“aminopeptidase associated with antigen processing“ 
(mit der Antigenprozessierung assoziierte Aminopeptidase) 
Endoplasmatisches Retikulum 
Endotoxin Unit 
„Fluorescence-activated cell sorting“ 
(Durchflusszytometrie) 
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„Fms-like tyrosine kinase receptor 3-ligand” 
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„Granulocyte/Monocyte-Colony Stimulating Factor“ 





„hemi immunoreceptor tyrosine-based activatory motif“ 


























































Interleukin 3-Rezeptor, α-Kette 
„immunoreceptor tyrosine-based activatory motif“ 
(auf Tyrosin basierendes aktivierendes Immunrezeptorenmotiv) 
„immunoreceptor tyrosine-based inhibitory motif“ 












Molar = mol/l 
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Peridinin-Chlorophyll-Protein 
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Prostaglandin E2 
„potentia Hydrogenii“ 
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„pattern recognition receptors“ 
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„Transporter associated with antigen processing“ 
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Tetramethylethylendiamin 
“Transforming growth factor”-β1 
(Transformierender Wachstumsfaktor β1) 
























1 Einleitung und Zielstellung 
Die lebenslange Versorgung des Körpers mit Blutzellen erfolgt über hämatopoetische 
Stammzellen (HSCs). In den vergangen Jahren konnte in der Maus gezeigt werden, dass die 
meisten Subpopulationen Dendritischer Zellen (DCs) direkt aus HSCs differenzieren. DCs 
verbinden das angeborene mit dem adaptiven Immunsystem, indem sie Antigene in der 
Peripherie aufnehmen und an T-Zellen präsentieren. Dabei können unter immun-
stimulierenden Bedingungen lebenslang anhaltende humorale und zelluläre Immunantworten 
induziert werden. Die wichtigste Aufgabe der DCs ist jedoch die Präsentation von Selbst-
antigenen unter nicht-stimulierenden Bedingungen, um zentrale und periphere Toleranz 
aufrecht zu erhalten und den Körper vor Autoimmunitätsreaktionen zu bewahren. Für 
therapeutische Zwecke, wie der Induktion von Immunantworten gegen Tumore, wäre es 
wünschenswert, das Immunsystem über DCs spezifisch beeinflussen zu können. Dass dies 
tatsächlich funktionieren könnte, wurde in der Maus bereits gezeigt, indem Antigene mittels 
spezifischer Antikörper an sogenannte endozytierende C-Typ Lektinrezeptoren auf 
unterschiedlichen DC-Subpopulationen adressiert wurden. Dies löste in Abhängigkeit der 
Antigen-präsentierenden DC-Subpopulation entweder CD4+ oder CD8+ T-Zellreaktionen aus. 
Bis zu einem tatsächlichen therapeutischen Einsatz im Menschen müssen allerdings noch 
viele Fragen geklärt werden, insbesondere was die DC-Entwicklung im humanen Gewebe 
betrifft. Hier sollte mehr Wissen über die DC-Subpopulationen, deren Regulation und Reifung 
als auch der Expression von Oberflächenmolekülen, die für eine in vivo Antigen-Beladung 
geeignet wären, gewonnen werden. Dabei ist es auch wichtig herauszufinden, ob sich HSCs 
im Gewebe wiederfinden lassen und ob aus Gewebe-Stammzellen DCs generiert werden 
können. Ziel dieser Arbeit war es deshalb, zunächst das Vorhandensein und die Verteilung 
von HSCs in humanen Geweben zu untersuchen, um anschließend deren Fähigkeit zu 
testen, sich zu DCs zu entwickeln. Weiterhin sollten jeweils zwei verschiedene lösliche 
Varianten von C-Typ Lektinrezeptoren produziert werden, um diese für eine Antikörper-
produktion in vivo zur Verfügung zu stellen. C-Typ Lektinrezeptoren sind Endozytose-
rezeptoren, die ein vielversprechendes Ziel für eine Adressierung von variablen Antigenen 
an DCs darstellen. Dies könnte in Zukunft genutzt werden, um spezifische Immunantworten 






Dendritische Zellen (DCs) nehmen eine wichtige Rolle sowohl bei der Induktion von Immun-
antworten als auch bei der Aufrechterhaltung von Toleranz im Immunsystem ein. Im 
Folgenden werden die Funktionen und Aufgaben von DCs genauer erläutert. Speziell wird 
dabei auf die für die Antigenbeladung von DCs wichtigen C-Typ Lektinrezeptoren 
eingegangen. Da das Wissen über die Entwicklungswege von DCs essentiell für das Ver-
ständnis ihrer Rolle im immunologischen Geschehen ist, soll hier der Bezug zu ihrem 
Ursprung, den hämatopoetischen Stammzellen (HSCs), hergestellt werden. Da diese nicht 
nur in Blut und Knochenmark, sondern auch in lymphatischen Organen vorkommen, um dort 
zu adulten Immunzellen zu reifen, wird ebenso ein Überblick über den strukturellen Aufbau 
dieser Organe gegeben. 
2.1 Histologischer Aufbau humaner Gewebe 
2.1.1 Struktur des Thymus 
Der Thymus ist ein primäres lymphatisches Organ und als solches für die Entwicklung der T-
Zellen verantwortlich. Er befindet sich während der Pubertät auf dem Höhepunkt seiner 
Entwicklung und bildet sich anschließend zurück, wobei funktionelles Thymusgewebe durch 
Fettgewebe ersetzt wird (WELSCH 2003). Die den Thymus umgebende Kapsel entlässt 
Bindegewebstrabekel, die in die Tiefe ziehen und das Organ in Läppchen unterteilen. 
Funktionell und strukturell müssen dabei die äußere Rinde (Kortex) und das innere Mark 
(Medulla) unterschieden werden. In der Medulla befinden sich die für den Thymus typischen 
Hassall-Körperchen, die aus degenerierten Epithelzellen bestehen (Abb. 1; JANEWAY et al. 






Abb. 1 Histologischer Aufbau des Thymus 
Im Innerern der Bindegewebskapsel wird das Thymusgewebe von einem subkapsulären Epithel umgeben. Von 
außen nach Innen lässt sich der Thymus in Kortex und Medulla unterteilen. Im Kortex befinden sich vor allem die 
das Grundgerüst bildenden kortikalen Epithelzellen und die darin eingelagerten unreifen T-Zellen, sowie einige 
Makrophagen und interdigitierende DCs. In der Medulla sind neben den medullären Epithelzellen die schon weiter 
gereiften T-Zellen und auch die aus degenerierten Epithelzellen bestehenden Hassall-Körperchen lokalisiert 
(WELSCH 2003). 
Das Grundgerüst des Thymusgewebes besteht dabei aus kortikalen Thymusepithelzellen 
(cTECs), medullären Thymusepithelzellen (mTECs) und nicht-epithelialen Stromazellen, 
welche ein dreidimensionales Netzwerk bilden (ANDERSON et al. 2007). In Experimenten in 
Mäusen und in geringerem Umfang auch in menschlichem Gewebe wurde gezeigt, dass 
lymphoide Vorläuferzellen durch die hohen endothelialen Venolen in der Mark-Rinden-
Grenze in den Thymus eintreten und als doppelt negative CD4-/CD8- Zellen Richtung Kortex 
wandern. Im subkapsulären Bereich proliferieren und differenzieren sie zu doppelt positiven 
CD4+/CD8+ Zellen. Danach durchlaufen sie in der Rinde in Richtung Mark die Positiv-
selektion. Hier überleben nur solche Lymphozyten, die in der Lage sind, körpereigene MHC-
Moleküle zu erkennen. Anschließend erfolgt im Mark die Negativselektion, bei der in 
autoreaktiven T-Zellen eine Selbstzerstörung eingeleitet wird (TAKAHAMA 2006; WELSCH 
2003; SPITS 2002; LIND et al. 2001). Bei ihrem Weg durch das Thymusgewebe wandern die 
T-Zellen entlang des stromalen Grundgerüsts, wodurch sie automatisch in Kontakt mit den 
für die T-Zell-Entwicklung essentiellen Antigen-präsentierenden Zellen (DCs und Thymus-





kompetente einfach positive CD4+/CD8- und CD4-/CD8+ T-Zellen, die den Thymus verlassen 
und in sekundäre lymphatische Organe einwandern (JANEWAY et al. 2002). 
2.1.2 Struktur der Milz 
Die Milz stellt das größte Blutfilterorgan des Körpers dar, da sie alternde Erythrozyten und 
Thrombozyten aus dem Kreislauf eliminiert, Pathogene abfängt und als sekundäres lympha-
tisches Organ Immunantworten einleitet (WELSCH 2003; MEBIUS und KRRAL 2005). Sie 
wird von einer Bindegewebskapsel mit einem relativ hohen Anteil an elastischen Fasern um-
geben, welche dafür verantwortlich sind, dass die Milz außerdem als Blutspeicherorgan 
fungieren kann. Von dieser Kapsel ziehen Trabekel in die Tiefe, um das lockere Milzgewebe 
zu stützen. Diese Trabekel führen zudem arterielle Blutgefäße in das Innere des Milz-
gewebes, welche sich baumartig aufzweigen, die von weißer Pulpa umgebenen Zentral-
arterien bilden und schließlich offen in die rote Pulpa oder die Milzsinus münden (WELSCH 
2003). Die weiße Pulpa stellt das lymphoide Kompartiment der Milz dar. Beim Menschen 
wird jeweils ein B-Zellfollikel vollständig von einer T-Zellzone samt Marginalzone umgeben 
(Abb. 2). Die Marginalzone stellt eine Verbindung zwischen weißer und roter Pulpa dar und 
ist ein Ort reger Zellwanderung vom Blut ins Gewebe und umgekehrt. Die rote Pulpa ist der 
eigentliche Ort der Blutfilterung. Das gereinigte Blut mündet anschließend über die Milzsinus 






Abb. 2 Histologie der Milz 
In A) ist der schematische Aufbau der Milz dargestellt: Die afferente Milzarterie tritt in das von einer 
Bindegewebskapsel umschlossene Organ ein und teilt sich in kleinere Zentralarterien auf, die von weißer Pulpa 
umgeben sind. Die Zentralarterien münden in die rote Pulpa, von wo aus das Blut anschließend in die venösen 
Gefäße übertritt. Die Feinstruktur der weißen Pulpa ist in B) im Vergleich zwischen Mensch und Maus zu 
erkennen. Beim Menschen werden die Zentralarterien von B-Zellfollikeln und T-Zellzonen (auch periarterielle 
Lymphozytenscheiden (PALS) genannt) umgeben. Die den B-Zellfollikel umringenden T-Zellen werden zusätzlich 
von einer inneren und einer äußeren Marginalzone begleitet und der gesamte Follikel wird von einer 
perifollikulären Zone umschlossen, in der Blutgefäße enden und viele Makrophagen zu finden sind (MEBIUS und 
KRAAL 2005). 
2.1.3 Tonsillen 
Die Tonsillen gehören zu den Mukosa-assoziierten sekundären lymphatischen Organen und 
befinden sich in der Mundhöhle am Racheneingang. Zum umgebenden Gewebe hin werden 
sie von einer Bindegewebskapsel abgegrenzt, ihre Oberfläche dagegen erscheint durch 
Aufwölbungen und dazwischen liegende Krypten zerklüftet. Das Epithel der Krypten ist von 
Leukozyten durchsetzt, die sich mit den zahlreich anflutenden Umweltantigenen auseinan-
dersetzen. Das subepitheliale Gewebe besteht aus Lymphfollikeln (B-Zellzone) und para-
follikulärem Gewebe (T-Zellzone). Bei den Lymphfollikeln lassen sich primäre Follikel mit 
reifen, aber naiven B-Zellen von sekundären Follikeln unterscheiden. Die sekundären Follikel 
bilden in ihrem Inneren ein Keimzentrum aus, welches nach Antigenkontakt proliferierende 
  
und sich differenzierende B-Zellen, sowie T
WELSCH 2003). 
Abb. 3 Histologischer Aufbau der Tonsillen
Zum Lumen des Rachens hin werden die To
Entlang der Krypten liegen unter dem Epithel zahlreiche B




des peripheren Bluts entwickeln können. Zum ersten Mal beschrieben wurde dies von T
und MCCULLOCH (1961), als sie die Kolonien
Knochenmarkszellen in Mäusen beobachteten. HSC
sich in die verschiedenen Blutzellen zu differenzieren, sondern 
zieren, um somit für einen lebenslang bestehenden Pool an Vorläuferzellen zu sorgen (LUIS 
et al. 2012; GIBBS et al. 2011; MAJETI et al. 2007).
Die Differenzierungswege der HSC
(Abb. 4): Zunächst entwickeln sich multipotente Vorläuferzellen, die die Fähigkeit zur Selbst
replikation verloren haben, sich aber zu oligopotenten Vorläufern der Blutzelllinien differen
zieren können (gemeinsame myeloide Vorläuferzellen (CMPs) und gemeinsame lymphoide 
Vorläuferzellen (CLPs)). Weiterhin entwickeln sich Megakaryozyten
(MEPs) sowohl aus den multipotenten Progenitoren, aber auch aus 
Zelltypen entstehen über weitere Zwischenstufen alle adulten Effektorzellen des Bluts. Für 
das Immunsystem sind sowohl CMPs als auch CLPs von Bedeutung: Aus CMPs entwickeln 
sich Granulozyten und Makrophagen, aus CLPs B
Zellen); DCs nehmen hierbei eine Sonderstellung ein, da sie sich aus beiden Zelllinien 
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s) stellen ein Zellreservoir dar, aus dem sich alle Zellen 
-bildenden Eigenschaften von transplantierten 
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entwickeln können (SEITA und WEISSMAN 2010; LIU und NUSSENZWEIG 2010; CHICHA 
et al. 2004). 
 
Abb. 4 Entwicklung hämatopoetischer Stammzellen (HSCs) 
Sich selbst erneuernde HSCs differenzieren sich in multipotente Progenitorzellen, die die Fähigkeit zur Selbst-
replikation verloren haben. Diese entwickeln sich weiter zu oligopotenten CLPs und CMPs. Letztere erzeugen 
MEPs und Granulozyten-/Makrophagenprogenitoren (GMP), bevor sich diese zu Vorläufern einzelner Effektor-
zellen weiterentwickeln (Megakaryozyten- (MkP), Erythrozythen- (EP), Granulozyten- (GP), Makrophagen- 
(MacP), dendritische Zell- (Pro-DC), B-Zell- (Pro-B), der T-Zell- (Pro-T) und natürliche Killerzellvorläufer (Pro-
NK)). Zuletzt erfolgt die Ausdifferenzierung zu adulten Effektorzellen (unterste Zeile). Weiterhin sind die Ober-
flächenmarker der einzelnen Zellpopulationen und ihre Unterschiede zwischen Mensch (Human) und Maus 
(Mouse) dargestellt. Lin: Marker für Anstammungsreihen. (SEITA und WEISSMAN 2010) 
Im Menschen wird dabei zusätzlich die Existenz von multilymphoiden Progenitoren diskutiert, 
die sich sowohl zu lymphoiden (B-, T- und NK-Zellen), als auch zu myeloiden Zelltypen 
(Makrophagen und DCs), dabei aber nicht zu Granulozyten, Megakaryozyten und Erythro-
zyten entwickeln können (DOULATOV et al. 2010). In der Maus konnte dagegen die Ent-
wicklung von DCs aus myeloiden Vorläuferzellen (MPs) bereits weiter spezifiziert werden 
(Abb. 5). Die Festlegung auf die dendritische oder monozytäre Abstammungsreihe findet hier 
im Knochenmark statt. Erst restringierte DC-Vorstufen (pre-DCs) bzw. plasmazytoide DCs 
(pDCs) können das Knochenmark verlassen und sich in den peripheren Geweben weiter 






Abb. 5 Ursprung und Entwicklung von DCs und Monozyten aus der myeloiden Abstammungsreihe 
Aus multipotenten Progenitoren (MPs) entwickeln sich im Knochenmark in Anwesenheit von Flt3-Ligand (Flt3L) 
Makrophagen-DC-Progenitoren (MDP). Hier findet weiterhin die Festlegung auf die monozytäre 
Abstammungsreihe (durch die Anwesenheit von M-CSF), oder die dendritische Abstammungsreihe (durch die 
Anwesenheit von Flt3L) statt. Gemeinsame DC-Vorläufer (CDP) differenzieren sich zu pDCs oder pre-DCs, die 
über das Blut in periphere Organe einwandern und dort zu unterschiedlichen DC-Subpopulationen reifen. 
Periphere Monozyten können sich zudem zu TNF-α- und iNOS-produzierenden DCs (Tip-DC) entwickeln (LIU 
und NUSSENZWEIG 2010). 
Für die Charakterisierung all dieser Vorläuferzellen werden verschiedene Oberflächen-
moleküle herangezogen. Insgesamt stellt sich in der Literatur CD34 als der wichtigste Marker 
für humane HSCs dar (GIBBS et al. 2011; SEITA und WEISSMAN 2010; PALUCKA et al. 
2003; UENO et al. 2003; CAUX et al. 1997; KRAUSE et al. 1996). Allerdings wird diskutiert, 
dass HSCs, die CD34 bereits hoch-reguliert haben, schon einen Teil ihrer Kapazität für die 
Selbstreplikation verloren haben, bzw. dass es eventuell auch eine Population an Stamm-
zellen gibt, die kein CD34 exprimieren (LUIS et al. 2012). Die Funktion von CD34 scheint 
dabei die eines Adhäsionsmoleküls zu sein, außerdem hemmt es die Ausdifferenzierung der 
Stammzellen (KRAUSE et al. 1996). Obwohl die meisten CD34+ Zellen (90-99%) auch CD38 
exprimieren, sind die Zellen mit multipotentem Potential in dem Kompartiment zu finden, 
welches CD38 nur gering oder gar nicht exprimiert und dafür positiv für CD90 ist (SEITA und 
WEISSMAN 2010). CD38 stellt somit einen vergleichsweise unspezifischen Differen-
zierungsmarker für HSCs dar (GOLDEN-MASON und O’FARRELLY 2002). Verfolgt man die 
Hierarchie der HSC-Differenzierung weiter nach unten, so spielt zusätzlich CD10 eine Rolle 
auf CLPs (Abb. 4) und CD123 (IL-3Rα) auf CMPs (GIBBS et al. 2011; SEITA und 
WEISSMAN 2010). Als weitere Marker für HSCs kommen außerdem CD117 (c-Kit) und 
CD133 in Frage. CD117 spielt bei der Maus eine wichtige Rolle auf HSCs (Abb. 4), im 
Gegensatz dazu wird humanes CD117 vor allem von Zellen exprimiert, die aus menschlicher 
Amnionflüssigkeit, Nabelschnurblut oder Knochenmark stammen (BAI et al. 2012; DE COPPI 





myeloide Vorläuferzellen angesehen (BONETTI et al. 2011). Zusammenfassend lässt sich 
festhalten, dass in aktuellen Publikationen Lin-/CD34+/CD38-/CD90+/CD45RA- Zellen als das 
humane HSC-Kompartiment im engeren Sinne angesehen werden (GIBBS et al. 2011; 
DOULATOV 2010). Tab. 1 gibt einen Überblick über die erwähnten Marker, deren Funktion 
und die Zellen, von denen sie exprimiert werden. 
Tab. 1 Oberflächenmarker zur Charakterisierung von Stammzellen in humanem Gewebe 
Marker Funktion Exprimiert von 
CD10 Endopeptidase, reduziert vermutlich die Antwort 
auf Peptidhormone durch Verringerung der 
verfügbaren Peptide 
Zellen der lymphoiden Abstammungsreihe 
CD34 reguliert Zelladhäsion hämatopoetischen Vorläuferzellen, 
Endothelzellen, embryonalen Fibroblasten 
CD38 Adhäsionsmolekül, Reguliert Zellaktivierung und  
-proliferation 
unterschiedlichen Reifungsstadien von CD34+ 
Vorläufern in erythroide, lymphoide und 
myeloide Zellen; frühen B- und T-Zellen; 
aktivierten T-Zellen; B-Zellen der Keimzentren; 
Plasmazellen; NK-Zellen 
CD45RA essentiell für die Rezeptor-vermittelte Aktivierung 
von B- und T-Zellen 
allen kernhaltigen HSCs im Zuge der Reifung; 
naiven B- und T-Zellen 
CD90 evtl. an Aktivierung beteiligt; hemmt 
wahrscheinlich die Proliferation von HSCs; 
exprimiert von hohen endothelialen Venolen 
vermittelt es die Zelladhäsion und 
transendotheliale Migration; neuronale 
Gedächtnisbildung 
hämatopoetischen Stammzellen; Neuronen; 
Endothel der hohen endothelialen Venolen im 
aktivierten Zustand, manchen Fibroblasten 
CD117 Rezeptor für Stammzellfaktor (Wachstumsfaktor); 




Formt zusammen mit CD131 den IL-3 Rezeptor; 
Zellüberleben; Aktivierung; Proliferation 
hämatopoetischen Stamm- und Vorläuferzellen 
(myeloid); Makrophagen; Mastzellen 
CD133 nicht bekannt hämatopoetischen Stammzellen (myeloid); 
epithelialen und endothelialen Vorläuferzellen; 
neuralen Stammzellen 
Zusammengestellt aus ZOLA et al. (2007), BONETTI et al. (2011), SEITA und WEISSMAN (2010), GOLDEN-
MASON und O’FARRELLY (2002), LYNCH et al. (2006); TRUE et al. (2010) und GIBBS et al. (2011). 
Die Replikation und Differenzierung der HSCs findet nach der Geburt weitestgehend im 
Knochenmark statt (GOLDEN-MASON und O’FARRELLY 2002). Jedoch sind auch in den 
peripheren Geweben HSCs zu finden (LUIS et al. 2012; LYNCH et al. 2006; GOLDEN-





Replikation und Differenzierung von statten geht, ist noch nicht genau bekannt (LUIS et al. 
2012). Unumstritten ist jedoch, dass HSCs für die Homöostase des Organismus von 
entscheidender Bedeutung sind, da Dysregulationen beispielsweise zu malignen Entar-
tungen führen können (ROSSI et al. 2005; REYA et al. 2001). Schon 1978 wurde von 
SCHOFIELD et al. angenommen, dass HSCs für ihr Überleben und ihre Entwicklung ein 
ganz bestimmtes Milieu, eine „biologische Nische“, benötigen. Eine wichtige Rolle scheinen 
dabei die Zytokine IL-3, IL-6, IL-11, Flt3-Ligand (Flt3L), Thrombopoetin (TPO) und der 
Stammzellfaktor (SCF) zu spielen (SEITA und WEISSMAN 2010; METCALF 2008). DING et 
al. (2012) konnten zeigen, dass SCF eine Schlüsselrolle bezüglich des Überlebens der 
HSCs der Maus inne hat und dass ihre „biologische Nische“ im Knochenmark von Endothel- 
und perivaskulären Zellen aufrecht erhalten wird. 
Insgesamt betrachtet sind HSCs Gegenstand intensiver Forschung und dadurch mittlerweile 
auch zu einem Modell für andere Gewebe-spezifische Stammzellen geworden (BRYDER et 
al. 2006). Dies zeigt, dass das Wissen über diese Zellen nicht nur ein hohes Potential im 
Sinne der Grundlagenforschung hat, sondern auch im Hinblick auf therapeutische Ansätze 
wie Transplantationen oder Zytokinstimulationen eine wichtige Rolle spielt. 
2.3 Dendritische Zellen 
Dendritische Zellen (DCs) nehmen eine zentrale Rolle im immunologischen Geschehen ein, 
da sie in ihrer vielfältigen Heterogenität sowohl immunstimulierende, als auch immun-
suppressive Wirkungen entfalten können (LIU und NUSSENZWEIG 2010). Diese Tatsache 
macht sie zu einem sehr interessanten Ziel für immunmodulierende Therapieansätze 
(BANCHEREAU und STEINMAN 1998). Zum ersten Mal wurde die DC von Paul Langerhans 
1868 erwähnt, der diesen neuen Zelltyp in der humanen Haut entdeckte (LANGERHANS 
1868). Eine genauere Untersuchung und Beschreibung erfolgte aber erst viel später durch 
Ralph Steinman (STEINMAN und COHN 1973). Ihre Antigen-präsentierenden und somit vor 
allem T-Zell-stimulierenden Fähigkeiten machen die DCs zu einem wichtigen Bindeglied 
zwischen angeborenem und adaptivem Immunsystem (PEREIRA und PAIVA 2011; REIS E 
SOUSA 2011; BANCHEREAU et al. 2000; BANCHEREAU und STEINMAN 1998). 
2.3.1 Entwicklung und Funktionen dendritischer Zellen 
DCs stammen, wie alle Zellen des Blutes, von den HSCs ab. DC-Vorläuferzellen sind in der 
Lage, das Knochenmark zu verlassen und über das Blut in lymphoide und nicht-lymphoide 
Organe zu gelangen. Dabei entwickeln sich in unterschiedlichen Organen unterschiedliche 
DC-Subpopulationen (Abb. 5; LIU et al. 2009). Für ihre Ausdifferenzierung spielen ins-





ZHANG et al. 1998). So zeigen Flt3L knock out Tiere eine verminderte Anzahl von DCs in 
lymphatischen Geweben (MCKENNA et al. 2000), wohingegen bei fehlendem GM-CSF zwar 
eine normale Anzahl an DCs ausgebildet wird, aber nur eine unzureichende B- und T-
Zellaktivierung stattfindet (NOGUCHI et al. 1998; VREMEC et al. 1997; WADA et al. 1997). 
Weiterhin können durch die Zugabe von TNF-α DCs aus CD34+ Vorläuferzellen differenziert 
werden (CAUX et al. 1992). Außerdem wurde gezeigt, dass die Gabe von IL-3 und TNF-α 
anstelle von GM-CSF und TNF-α ebenfalls zur Differenzierung von DCs aus CD34+ Zellen 
führt (CAUX et al. 1996). Auch die Kultivierung von Knochenmarksmonozyten oder 
Monozyten des peripheren Blutes in Anwesenheit von GM-CSF und IL-4 führt zu einer 
gerichteten DC-Differenzierung (SALLUSTO und LANZAVECCHIA 2010). 
DCs erfüllen im Organismus zwei wesentliche Funktionen: Zum Einen die Aufrechterhaltung 
der zentralen und peripheren Toleranz und zum Anderen die Aktivierung immunkompetenter 
Zellen und somit die Induktion spezifischer und angeborener Immunantworten (KLEIN et al. 
2011; LIU und NUSSENZWEIG 2010; STEINMAN et al. 2003; BANCHEREAU und 
STEINMAN 1998). Bei der Entwicklung der zentralen Toleranz werden den T-Zellen während 
ihrer Reifung in der Medulla des Thymus von Thymusepithelzellen und DCs Selbst-Antigene 
im Zusammenhang mit MHC-Molekülen präsentiert. T-Zellen, die eine zu hohe Affinität für 
diese Molekülkomplexe aufweisen, werden eliminiert (Negativselektion; BANCHEREAU und 
STEINMAN 1998). Allerdings können T-Zellen, die eine Affinität gegenüber Selbst-Antigenen 
besitzen, die nicht im Thymus präsentiert werden, der Negativselektion entrinnen und den 
Thymus verlassen (BOUNEAUD et al. 2000; ANDERTON et al. 2001; YIN et al. 2011). Um 
Autoimmunreaktionen effektiv verhindern zu können, behilft sich der Körper mit einer 
sogenannten peripheren Toleranz. Auch hier kommt den DCs eine wesentliche Rolle zu: 
Unter nicht-inflammatorischen Bedingungen nehmen DCs gewebespezifische Selbst-
Antigene und apoptotisches Zellmaterial auf, prozessieren dies und präsentieren die so 
generierten Peptide ebenfalls im Zusammenhang mit MHC-Molekülen, jedoch ohne 
Ausbildung nennenswerter Mengen an kostimulatorischen Molekülen (STEINMAN und 
NUSSENZWEIG 2002, LUTZ und SCHULER 2002). T-Zellen, die eine Affinität gegenüber 
diesen Molekülen zeigen, werden eliminiert oder in einen ruhenden Zustand getrieben 
(STEINMAN et al. 2003). Neben diesen direkten Effekten auf die zentrale und periphere 
Toleranz tragen DCs auch indirekt dazu bei, autoreaktive Immunreaktionen zu unterdrücken, 
indem sie sowohl im Thymus als auch in der Peripherie suppressive T-Zellen (T-regs) indu-
zieren (STEINMAN 2007; YAMAZAKI et al. 2007). 
Im Gegensatz zu dieser immunsuppressiven Wirkung können DCs auch als sehr potente 
Induktoren einer spezifischen Immunantwort fungieren (REIS E SOUSA 2011; STEINMAN 
2007). Unreife DCs wurden bereits in vielen Geweben des Körpers nachgewiesen 





und entwickeln sich zu reifen DCs. Während ihrer Reifung verlassen die DCs die peripheren 
Gewebe über die Lymphe und wandern in lymphoide Organe ein (REIS E SOUSA 2011; 
BANCHEREAU et al. 2000; BANCHEREAU und STEINMAN 1998). Dabei verlieren sie die 
Kapazität zur Antigenaufnahme, erlangen aber stattdessen die Fähigkeit, T-Zellen Antigen-
spezifisch zu aktivieren. Hierzu präsentierten die DCs die aufgenommenen Antigen-Peptide 
als Peptid-MHC-Komplex, produzieren proinflammatorischer Zytokine und exprimieren 
kostimulatorische Moleküle auf ihrer Oberfläche. (REIS E SOUSA 2011; BANCHEREAU et 
al. 2000; BANCHEREAU und STEINMAN 1998). Je nach Zytokinmilieu können DCs sowohl 
verschiedene Subtypen von T-Helferzellen, zytotoxische oder regulatorische T-Zellen, als 
auch B- und NK-Zellen aktivieren (SALLUSTO und LANZAVECCHIA 2010; YAMAZAKI et al. 
2007; BANCHEREAU et al. 2000; O’GARRA 1998; BANCHEREAU und STEINMAN 1998). 
DCs präsentieren 30-200x mehr Peptid-MHC-Komplexe auf ihrer Oberfläche als andere 
Zellen (BHARDWAJ et al. 1993), was sie zu den effektivsten Antigen-präsentierenden Zellen 
des Organismus macht (YEWDELL und LEV 2007; BANCHEREAU und STEINMAN 1998; 
INABA et al. 1997; BHARDWAJ et al. 1993). Ebenso sind sie in der Lage, durch 
Chemokinproduktion Effektorzellen an den Ort der Immunreaktion zu locken (MELLMAN und 
STEINMAN 2001). 
2.3.2 Antigenaufnahme, -prozessierung und -präsentation 
Zur effektiven Antigenpräsentation stehen den DCs verschiedene Mechanismen zur Verfü-
gung: Sie sind sowohl zur Phagozytose als auch zur Makropinozytose befähigt und besitzen 
weiterhin eine Reihe von Mustererkennungsrezeptoren („pattern recognition receptors“, 
PRRs), mit Hilfe derer sie Molekülstrukturen potentiell infektiöser Organismen („pathogen-
associated-molecular patterns“, PAMPs) erkennen und endozytotisch aufnehmen können 
(REIS E SOUSA 2011; BANCHEREAU und STEINMAN 1998).  
Exogen aufgenommene Antigene werden in Lysosomen mit saurem pH-Wert degradiert. Die 
Antigene werden in für DCs typische MHCII-reiche Kompartimente transportiert, als Peptide 
(13-17 Aminosäuren) auf die MHCII-Moleküle geladen und diese MHCII-Peptid-Komplexe 
anschließend zur Zelloberfläche befördert. MHCII-Peptid-Komplexe werden auch von 
anderen Antigen-präsentierenden Zellen (APC), wie aktivierten B-Zellen, Makrophagen und 
medullären Thymusepithelzellen (mTECs) exprimiert (KLEIN et al. 2011; KOBLE und 
KYEWSKI 2009; VILLADANGOS et al. 2000; MELLMAN 1998). Bevor die MHCII-Moleküle 
mit den Peptiden beladen werden können, muss die Antigenbindungstellen-blockierende 
invariante Kette entfernt werden. Dies geschieht durch die Protease Cathepsin S, welche in 
unreifen DCs durch Cystatin C gehemmt wird. Während der Reifung der DCs durch 
inflammatorische Stimuli wird Cystatin C herunterreguliert. Daraufhin steigt die Aktivität von 





und STEINMAN 2001; INABA et al. 2000; BANCHEREAU et al. 2000; KLEIJMEER 1995). 
Auf der Zelloberfläche sind die MHCII-Peptidkomplexe je nach DC-Subpopulation bis zu 
mehreren Tagen stabil (DUDZIAK et al. 2007; STEINMAN et al. 1999). Während der Reifung 
werden auch kostimulatorische Moleküle und Differenzierungsmarker (z. B. CD80, CD83, 
CD86) sowie T-Zell-Adhäsionsmoleküle (z. B. CD48 (Blast-1) und CD58 (LFA-3)) hochregu-
liert, außerdem entwickeln die DCs lange Zellfortsätze („Dendriten“), um die Möglichkeiten 
für Zell-Zell-Interaktionen zu verbessern (BACHER et al. 2011; MELLMAN und STEINMAN 
2001). Die im Zusammenhang mit MHCII präsentierten Antigene sind nun in der Lage, CD4+ 
T-Helferzellen zu aktivieren (BANCHEREAU et al. 2000). Diese differenzieren daraufhin zu 
TH1- und TH2-Zellen und leiten über die Aktivierung von B-Zellen eine humorale Immun-
antwort ein (O’GARRA und ARAI 2000, DUDZIAK et al. 2007; BANCHEREAU und 
STEINMAN 1998). 
Endogene Antigene, wie Viren oder Selbstantigene (u.a. „defective ribosomal products“ 
(DRIPS)), werden im Zytoplasma in Proteasomen zu intermediären Peptiden degradiert und 
klassischerweise von MHCI-Molekülen, die sich nicht nur auf DCs, sondern auch auf allen 
anderen kernhaltigen Zellen des Körpers befinden, präsentiert (YEWDELL 2011; KLEIN et 
al. 2011). Nach ihrer Degradation werden Proteinfragmente durch den „transporter 
associated with antigen processing“ (TAP) in das Endoplasmatische Retikulum (ER) trans-
portiert. Dort werden die Peptide durch Peptidasen wie die „aminopeptidase associated with 
antigen processing“ (ERAAP/ ERAP1) weiter auf 8-10 Aminosäuren verkürzt und auf MHCI-
Moleküle geladen, welche dann über den Golgi-Apparat an die Zelloberfläche befördert 
werden (CRESSWELL et al. 2005). MHCI-Peptid-Komplexe werden von CD8+ zytotoxischen 
T-Zellen erkannt, welche die zelluläre Immunantwort z.B. gegen Viren und andere 
intrazelluläre Pathogene einleiten (MELLMAN und CRESSWELL 2010; HEGDE und 
PLOEGH 2010; BLANCHARD und SHASTRI 2010; ROCK und SHEN 2005; MELLMAN und 
STEINMAN 2001). 
Exogen aufgenommene Antigene können ebenfalls über MHCI-Moleküle präsentiert werden. 
Dieser Weg wird Kreuzpräsentation genannt (KLEIN et al. 2011; MELLMAN und STEINMAN 
2001). Dabei gelangt das aufgenommene Antigen auf noch nicht vollständig verstandene Art 
und Weise aus dem Endosom in das Zytoplasma. Vermutlich sind an diesem Prozess 
Transporter wie Sec61b beteiligt, die sonst ungefaltete Proteine aus dem endoplasmatischen 
Retikulum (ER) für deren Degradation in Proteasomen zurück ins Zytoplasma befördern. 
Befinden sich diese exogenen Antigene im Zytoplasma, folgen sie demselben Weg mittels 
TAP zur MHCI-Beladung wie endogene Antigene (KLEIN et al. 2011; BLANCHARD und 
SHASTRI 2010; AMIGORENA und SAVINA 2010). Zusätzlich wird ein TAP-unabhängiger 
Weg diskutiert, bei dem Antigene direkt im Endosom hydrolysiert und somit prozessiert 





transportiert werden (KLEIN et al. 2011; BANCHEREAU et al. 2000). DCs sind die einzigen 
Immunzellen, die zur Kreuzpräsentation befähigt sind. Um die periphere Toleranz aufrecht zu 
erhalten, können mittels Kreuzpäsentation Proteinbestandteile von sterbenden Zellen 
präsentiert werden (MELLMAN und STEINMAN 2001; DEN HAAN et al. 2000). Die Kreuz-
präsentation ist jedoch auch ein wichtiger Vorgang, um zytotoxische T-Zellantworten gegen 
Virus-infizierte Zellen zu induzieren, wenn diese von DCs zuvor aufgenommen wurden. 
Schließlich können auch endogene Antigene von DCs über MHCII-Moleküle präsentiert 
werden. Hierfür stehen mehrere Mechanismen zur Verfügung: die Makroautophagie, die 
Mikroautophagie und die Chaperon-gesteuerte Autophagie (CMA). Alle drei Möglichkeiten 
resultieren darin, dass intrazelluläre Antigene in lysosomale Kompartimente befördert, dort 
degradiert und auf MHCII-Moleküle geladen werden, damit diese Komplexe wiederum zur 
Zelloberfläche befördert werden und dort CD4+ T-Zellen aktivieren können (KLEIN et al. 
2011; MÜNZ 2010; NEDJIC et al. 2009; STRAWBRIDGE und BLUM 2007; NIMMERJAHN et 
al. 2003). 
Diese vier Mechanismen der Antigenprozessierung und –präsentation sind neben den 
vielfältigen Möglichkeiten der Antigenaufnahme durch DCs und deren Fähigkeit, sowohl 
humorale als auch zelluläre Immunantworten ebenso wie Toleranz zu induzieren, der Grund 
für die wichtige Rolle, die DCs innerhalb der Regulation des Immunsystems einnehmen. In 







Abb. 6 Konventionelle und alternative Wege der MHCI- und MHCII-Beladung 
A) Zytoplasmatische Antigene werden in Proteasomen zu kleineren Peptiden degradiert. Mit Hilfe des TAP 
gelangen diese Peptide in das ER, wo sie mit neu synthetisierten MHCI-Molekülen zusammentreffen. Über den 
Golgi-Apparat werden Peptid-MHCI-Komplexe an die Zelloberfläche befördert, wo sie CD8+ T-Zellen präsentiert 
werden. B) Extrazelluläre Antigene werden via Phagozytose oder Pinozytose aufgenommen, anschließend 
fusionieren diese endosomalen Kompartimente mit Lysosomen und die aufgenommenen Proteine werden durch 
enzymatische Aktivität fragmentiert. Im ER werden neue MHCII-Moleküle synthetisiert, sind dort aber durch die 
invariante Kette vor vorzeitiger Proteinbeladung geschützt. Nach der Fusion von MHCII-haltigen Vesikeln mit den 
lysosomalen Kompartimenten wird die invariante Kette degradiert und die Bindungsstellen für antigenen Peptide 
freigelegt, so dass sich Peptid-MHCII-Komplexe bilden können. Nachdem diese die Zelloberfläche erreicht haben, 
können sie CD4+ T-Zellen präsentiert werden. C) Kreuzpräsentation: Aus frühen endozytotischen Komparti-
menten kann aufgenommenes Material in das Zytosol gelangen, wird dort in Proteasomen degradiert und mittels 
TAP in das ER befördert, wodurch es Zugang zum „konventionellen“ MHCI-Beladungsprozess bekommt. In 
einem TAP-unabhängigen Weg werden Antigene direkt im Endosom durch lysosomale Proteasen prozessiert, mit 
recyceltem MHCI verknüpft und zurück zur Zelloberfläche transportiert. D) Für die MHCII-Beladung mit 
intrazellulärem Material werden mehrere Prozesse in Betracht gezogen: Während der Macroautophagie werden 
Zytoplasmaportionen mit einer doppelten Membran umgeben, welche dann mit späten endosomalen oder 
lysosomaln Kompartimenten fusioniert, was in der Degradation des enthaltenen Materials resultiert. Ein zweiter 
Weg ist der direkte Import von Substraten der Chaperon-gesteuerten Autophagie (CMA) in Lysosomen mittels 
LAMP-2a-Transporter. Die dritte Möglichkeit ist die durch Mikroautophagie geförderte Aufnahme von 
zytoplasmatischen Vesikeln in lysosomale Kompartimente. Alle drei Wege haben gemeinsam, dass 
zytoplasmatisches Material für seine Degradation in Lysosomen befördert wird, und intrazelluläre Antigene 
anschließend dort auf MHCII-Moleküle geladen werden, bevor sie zur Zelloberfläche gelangen (KLEIN et al. 
2011). 
2.3.3 Dendritische Zellsubpopulationen 
DCs sind eine sehr heterogene Gruppe an verschiedenen Subpopulationen, in der einzelne 
Subtypen jeweils bestimmte Aufgaben übernehmen (STEINMAN 2007; BANCHEREAU et al. 
2000). Diese Heterogenität kann auf vier Ebenen beschrieben werde: 1) DCs kommen in 
unterschiedlichen anatomischen Lokalisationen vor, so gibt es epidermale Langerhans 
Zellen (LC) und dermale interstitielle DCs in der Haut, DCs in der Marginalzone der 
Milzfollikel, interdigitierende DCs in deren T-Zellzone oder im Keimzentrum der Milzfollikel 
und weiterhin DCs in der Leber, dem Thymus oder im Blut (BANCHEREAU et al. 2000). 
Auch in Lunge, Tonsillen und Lymphknoten wurden DCs bereits nachgewiesen (DEMEDTS 
et al. 2005; JONGBLOED et al. 2010) 2) Weiterhin können DCs nach ihrer Funktion 
eingeteilt werden, ob sie mit CD4+ oder CD8+ T-Zellen interagieren und 3) nach dem 
immunologischen Ergebnis ihrer Wirkung, d.h. ob sie immunregulatorisch oder immun-
induzierend wirken. 4) Weiterhin können DCs aufgrund ihrer Expression von DC-spezi-
fischen und Subtyp-klassifizierenden Markern unterschieden werden. 
Beim Menschen sind die DC-Subpopulationen des peripheren Blutes am besten charak-
terisiert. Humane DCs sind negativ für die Marker der Abstammungsreihen (lin-), d.h. sie 
exprimieren weder CD19, CD56, noch CD3 (die Abstammungsreihen-Marker für B-, NK- und 
T-Zellen), jedoch sind sie positiv für MHCII (human leukocyte antigen, HLA-DR). 
Grundsätzlich lassen sich die DCs weiter in CD11c+ und CD11c- Zellen unterteilen 
(ROBINSON et al. 1999), wobei Erstere weiter in CD11cHighBDCA1+ (CD1c+, Blood derived 





Letztere als CD123+/BDCA2(CD303)+ /BDCA4(CD304)+ plasmazytoide DCs (pDCs) definiert 
werden können (DZIONEK et al. 2000; MACDONALD 2002; JONGBLOED et al. 2010; 
BACHEM et al. 2010; POULIN et al. 2010). 
Die humanen DC-Subpopulationen des Gewebes sind bislang nur gering untersucht. So gibt 
es Erkenntnisse, dass sich in der Milz in der Marginalzone und den periarteriolären 
Bereichen pDCs, in der Marginalzone, der T- und B-Zellzone jedoch mDCs befinden 
(EISSING 2011; NASCIMBENI et al. 2009; PACK et al. 2007; MCILROY et al. 2001). In den 
Tonsillen konnten mDC1, mDC2 und pDCs in der parafollikulären Zone identifiziert werden 
(EISSING 2011; JONGBLOED et al. 2010; LINDSTEDT et al. 2005; STENT et al. 2002), 
wobei SUMMERS et al. (2001) sogar fünf unterschiedliche DC-Subpopulationen in diesem 
Organ nachweisen konnten. Weiterhin wurden kürzlich in humanen Lymphknoten sechs 
verschiedene DC-Subtypen nachgewiesen, wovon pDCs die größte Population darstellten. 
Auch LCs und Clec9a+ mDC2 DCs wurden hier gesehen (AMIGORENA et al. 2012; 
JONGBLOED et al. 2010). Im Thymus konnte gezeigt werden, dass in der Medulla mDCs 
und pDCs und im Bereich der kortikomedullären Grenze mDCs vorkommen (EISSING 2011; 
WU und SHORTMAN 2005). 
In der Haut wurden ebenfalls verschiedenen DC-Subpopulationen untersucht. Dabei stellen 
die in der Epidermis lokalisierten LCs einen eigenen Subtyp dar. LCs exprimieren CD1a und 
Langerin (CD207) und weisen sogenannte Birbeck-Granula auf, die vermutlich der Virus-
degradation und Antigenpräsentation dienen (ROMANI et al. 2010; DE JONG und 
GEIJTENBEEK 2010; SHORTMAN und LIU 2002; VALLADEAU et al. 2000; LENZ et al. 
1993). Außerdem konnten mDC1 DCs in der Epidermis und der Dermis nachgewiesen 
werden, während mDC2 DCs v.a. in der Epidermis und pDCs in der Dermis beschrieben 
wurden (ZABA et al. 2008, NARBUTT et al. 2006, BANGERT et al. 2003). 
2.4 Antigenbeladung mittels rekombinanter Antikörper 
Die Erkenntnis, dass DCs essentielle Regulatoren des Immunsystems sind und die Entwick-
lung von Methoden zur Generierung von DCs unter Laborbedingungen führten dazu, dass 
viele Forschergruppen sich mit der Entwicklung neuer, auf DCs basierender Vakzinen 
beschäftigten (DO et al. 2010; KAMPHORST et al. 2010; YAMAZAKI et al. 2008; DUDZIAK 
et al. 2007; BONIFAZ et al. 2002). Der Grundgedanke hinter diesen Experimenten beruht 
darauf, dass Antigene durch Kopplung an bestimmte Vektoren von DCs gebunden, 
internalisiert, prozessiert und den Zellen des adaptiven Immunsystems präsentiert werden 






Abb. 7 Antigenbeladung von DCs mittels rekombinanter Antikörper 
Spezifische Antikörper gegen Oberflächenrezeptoren von DCs werden von diesen gebunden und internalisiert. Ist 
an diesen Antikörper ein Antigen (beispielsweise ein Tumorprotein) gekoppelt, so gelangt dieses ebenfalls auf 
endozytotischem Weg in das Zellinnere. A) Fusioniert dieses Endosom mit Proteasen-beinhaltenden Lysosomen, 
kommt es zur Degradation des Antigens in kleinere Peptide, B) die anschließend auf MHCII-Moleküle geladen 
und nach Transport zur Zelloberfläche CD4+ T-Zellen präsentiert werden können. C) Da DCs zur Kreuz-
präsentation befähigt sind, können kleine Mengen Antigen das Endosom verlassen und werden D) im Zytosol 
durch Proteasomen degradiert. e) Die so entstandenen Peptide werden über den TAP in das ER befördert und 
auf MHCI-Moleküle geladen, f) die dann ebenfalls zur Zelloberfläche transportiert und CD8+ T-Zellen präsentiert 
werden (TACKEN et al. 2007). 
Prinzipiell gibt es zwei verschiedene Möglichkeiten, Antigene einzuschleusen: Einerseits 
können bei der Antigenbeladung ex vivo DCs aus Blutzellen des Patienten generiert, unter 
Laborbedingungen gereift, mit Antigen beladen und danach dem Patienten wieder appliziert 
werden (TACKEN et al. 2007). Eine weitere bislang noch nicht klinisch erprobte Methode ist 
die Antigenbeladung der DCs in vivo, wobei das an den Vektor gekoppelte Antigen samt 
etwaiger Adjuvantien dem Patienten systemisch verabreicht wird. 
Die Pionierarbeit der in vivo Antigen-Beladung von DCs wurde ganz wesentlich von den 
Arbeitsgruppen um STEINMAN und NUSSENZWEIG geleistet. So wurde früh ein Zusam-
menhang zwischen der Expression des Endozytoserezeptors DEC205 auf DCs und deren 
Fähigkeit zur Antigenpräsentation und somit T-Zell-Stimulation erkannt (BONIFAZ 2002; 





an welche Antigene in vivo beladen werden können, gehören zur Familie der C-Typ 
Lektinrezeptoren (CAMINSCHI et al. 2008; DUDZIAK et al. 2007). Diese sind nicht nur in der 
Lage, antigene Strukturen zu erkennen, sondern diese durch Endozytose auch in das 
Zellinnere zu befördern, um sie für die Prozessierung und Präsentation zur Verfügung zu 
stellen (UNGER und VAN KOOYK 2011; DUDZIAK et al. 2007). Mittels in vivo Antigen-
Beladung können sowohl stimulatorische als auch regulatorische Immunreaktionen induziert 
werden (YAMAZAKI et al. 2008; DUDZIAK et al. 2007; STEINMAN et al. 2003; BONIFAZ et 
al. 2002). Für Erstere werden neben dem Antigen-Beladungsantikörper zusätzlich 
Adjuvantien wie Toll-like Rezeptor-Liganden (TLR-Liganden, z. B. poly(I:C) oder anti-CD40 
Antikörper verabreicht, um eine Reifung der DCs und Präsentation des Antigens im Peptid-
MHC Komplex zur T-Zellstimulation zu erreichen (HE et al. 2007; Dudziak et al. 2007; 
BONIFAZ et al. 2004). Antigenbeladung unreifer DCs ohne Reifung kann hingegen zur 
Unterdrückung der Immunreaktion bzw. zu peripherer Toleranz führen (DUDZIAK et al. 2007; 
FIGDOR et al. 2004; HAWIGER et al. 2001). Kürzlich wurde gezeigt, dass gegen den 
Erreger von Yersinia pestis protektive Immunantworten mittels spezifischer Antigenbeladung 
von DCs erzielt werden konnten (DO et al. 2010). 
Neben der Beladung von C-Typ Lektinrezeptoren wurden auch gegen Integrine (CD11c) 
oder gegen MHCII-Moleküle gerichtete Antikörper eingesetzt (CAMINSCHI et al. 2009; 
CASTRO et al. 2008; TACKEN et al. 2007; FIGDOR et al. 2004). 
Einige der Versuche zur DC-Beladung mit Antigen-tragenden Vektoren wurden an humanen 
direkt isolierten und Monozyten-gereiften DCs (BOZZACCO et al. 2007), aber auch an 
Primaten (PEREIRA et al. 2007) und humanisierten Mäusen (GURER et al. 2008; KRETZ-
ROMMEL et al. 2007) durchgeführt. Insgesamt lässt sich so festhalten, dass das Prinzip der 
Antigen-Beladung von DCs mittels rekombinanter Antikörper eine vielversprechende 
Methode darstellt, sehr spezifische Immunreaktionen im Organismus zu induzieren und 
diese somit therapeutisch zu nutzen. 
2.5 C-Typ Lektinrezeptoren 
Einen vielversprechenden Weg, DCs mit spezifischen Antigenen zu beladen, stellen C-Typ 
Lektinrezeptoren (CLRs) dar. Sie gehören zur Gruppe der PRRs und erkennen bestimmte 
PAMPs (OSORIO und REIS E SOUSA 2011; FIGDOR et al. 2002). Es handelt sich um 
Proteine, die Kalzium-abhängig Kohlenhydrate binden, wobei die Kohlenhydrat-Struktur von 
„carbohydrate recognition domains“ (CRDs) erkannt wird. Daneben konnten auch CLRs 
identifiziert werden, die weder Kalzium noch Kohlenhydrate binden. Deren Kohlenhydrat-
bindedomänen werden als C-type lectin-like domains’’ (CTLD) bezeichnet (OSORIO und 






Abb. 8 Schematische Darstellung von C-Typ Lektinrezeptoren 
Unterschieden werden Typ I und Typ II C-Typ Lektinrezeptoren. Typ I C-Typ Lektinrezeptoren enthalten Cystein-
reiche Wiederholungen (S-S) am extrazellulär befindlichen N-Terminus, eine Fibronectin Typ II Wiederholung und 
acht bis zehn Kohlenhydrat-Erkennungsdomänen (CRDs), die kalziumabhängig Liganden binden. Typ II C-Typ 
Lektinrezeptoren weisen nur eine CRD an ihrem extrazellulären C-Terminus auf. Intrazellulär besitzen C-Typ 
Lektinrezeptoren verschiedene Signalmotive, die entscheidend für die durch Antigenbindung hervorgerufenen 
Immunreaktionen sind (FIGDOR et al. 2002). 
Im Gegensatz zu den löslichen Varianten der C-Typ Lektine (z.B. Surfactant-Proteine) sind 
C-Typ Lektinrezeptoren Transmembranproteine. Man unterscheidet CLRs vom Typ I, deren 
N-Terminus aus der Zelle herausragt und mehrere CRDs bzw. CTLDs trägt (z.B. DEC205, 
MMR) und CLRs vom Typ II, die nur eine CRD (extrazellulär) besitzen und deren N-
Terminus in das Zytoplasma weist (z. B. Clec9a, Dectin-1, Dectin-2, DCIR, DC-Sign, 
Langerin; Abb. 8; FIGDOR et al. 2002). Nach Antigenbindung endozytieren CLRs sowohl 
Selbstantigene als auch Pathogene in die DCs zur anschließenden Präsentation an Zellen 
des adaptiven Immunsystems. Weiterhin induzieren CLRs verschiedene Signalwege, die in 
der Aktivierung von Transkriptionsfaktoren münden und somit zur Produktion bestimmter 
Zytokine führen, die wiederum auch das angeborene Immunsystem beeinflussen. Die 
Signaltransduktion erfolgt über intrazelluläre Signaltransduktionsmotive wie „immunoreceptor 
tyrosine-based inhibitory motif“ (ITIM), „immunoreceptor tyrosine-based activation motif“ 
(ITAM) oder hemITAM (OSORIO und REIS E SOUSA 2011; FIGDOR et al. 2002). 
Die Expression der humanen CLRs ist besonders gut im murinen System und auf DCs in 





Folgenden vorgestellt werden. So konnte kürzlich für humanes Clec9a (DNGR-1) gezeigt 
werden, dass dieses Molekül selektiv von BDCA3+ mDCs exprimiert wird. Diese DCs 
entsprechen am ehesten den CD11c+CD8+ DCs in der Maus, welche als die am stärksten 
zur Kreuzpräsentation befähigten DCs gelten. Daten in der Arbeitsgruppe zeigen, dass 
Clec9a spezifisch auf BDCA3+ DCs in humanem Blut, Nabelschnurblut, Knochenmark, Milz, 
Thymus und Tonsillen exprimiert ist (Heidkamp und Eissing, Manuskript in Vorbereitung; 
SCHREIBELT et al. 2012; JONGBLOED et al. 2010; POULIN et al. 2010). Intrazellulär 
besitzt Clec9a ein hemITAM, wodurch der Rezeptor über die Syk-Kaskade Signale 
weiterleiten kann (SCHREIBELT et al. 2012; REIS E SOUSA 2011). Bisher sind für Clec9a 
keine PAMPs beschrieben worden, jedoch scheint es eine wichtige Rolle bei der Erkennung 
von totem Zellmaterial zu spielen (OSORIO und REIS E SOUSA 2011; SANCHO et al. 
2009). Weiterhin werden Antigene, die via Clec9a in das Zellinnere gelangen, sowohl im 
Zusammenhang mit MHCII als auch mit MHCI präsentiert und aktivieren somit CD4+ und 
CD8+ T-Zellen. Dies gelingt allerdings nur bei gleichzeitiger Anwesenheit von Adjuvantien 
(SCHREIBELT et al. 2012). Fehlen diese Adjuvantien, wird eine Konvertierung von CD4+ T-
Zellen in Foxp3-exprimierende regulatorische T-Zellen gefördert (JOFFRE et al. 2010). 
Genetisch ähnlich dem Clec9a ist Dectin-1. Neben DCs wird Dectin-1 auch von Monozyten, 
Macrophagen, Mikroglia, Neutrophilen und in geringem Maße von T- und B-Zellen exprimiert. 
Kalzium-unabhängig erkennt Dectin-1 spezifisch β-(1,3)-Glukane, die vor allem in der 
Zellwand von Pilzen, einigen Bakterien und Pflanzen vorkommen (OSORIO und REIS E 
SOUSA 2011; HUYSAMEN und BROWN 2008). Nach Bindung und Endozytose dieser 
Glukane werden über ein hemITAM Motiv zahlreiche zelluläre Reaktionen, darunter die 
Produktion von Arachidonsäuremetaboliten, Chemokinen und Zytokinen und die Reifung der 
DCs eingeleitet (OSORIO und REIS E SOUSA 2011). Manche dieser Reaktionen benötigen 
eine zusätzliche Stimulation über TLR-Liganden. Zusätzlich kann Dectin-1 als 
kostimulatorisches Molekül die Aktivierung von T-Zellen bewirken (BROWN 2006). Seine 
wichtigste Rolle scheint Dectin-1 jedoch bei der Induktion einer antifungalen Immunität zu 
spielen (HUYSAMEN und BROWN 2008; TAYLOR et al. 2007; STEELE et al. 2005; 
GANTNER et al. 2005).  
Trotz seines Namens ist humanes Dectin-2 nur zu 20% homolog zu Dectin-1. Es kommt auf 
allen myeloiden Zellen vor und erkennt große Mannosegerüste, die vor allem in der Zellwand 
von Pilzen vorhanden sind. Ebenso wie Dectin-1 nimmt Dectin-2 eine wichtige Rolle in der 
fungalen Abwehr ein. Im Gegensatz zu Dectin-1 trägt Dectin-2 keine eigene intrazelluläre 
Tyrosindomäne, sondern muss für eine Signalweiterleitung mit der ITAM-tragenden 
common-γ-chain assoziieren (REIS E SOUSA 2011; OSORIO und REIS E SOUSA 2011; 





Ein besonderes Molekül stellt Langerin dar, da es ausschließlich von Langerhans-Zellen, der 
Haut exprimiert wird. Langerin bindet mit seiner CRD kalziumabhängig verschiedene Mono-
saccharide (z.B. Mannose, Fucose) und auch Oligosaccharide (z. B. Mannan). An Bedeu-
tung gewonnen hat Langerin, seit DE WITTE et al. (2007) gezeigt haben, dass Langerin 
Humanes Immundefizienz-Virus (HIV) 1 erkennt, dies zur Internalisierung und Degradation 
des Viruses in den für LCs typischen Birbeck-Granula führt und T-Zellen somit vor der 
Infektion geschützt werden (CHATWELL et al. 2007). Zusätzlich fanden STOECKLINGER et 
al. (2011) heraus, dass die Aktivierung und funktionelle Reifung von CD8+ T-Zellen entschei-
dend von dermalen LCs gefördert wird, wohingegen die Aktivierung von CD4+ T-Zellen 
davon unabhängig erscheint. Weiterhin wurden die aktivierenden Eigenschaften von LCs auf 
CD8+ T-Zellen im Mausmodell auch bei Kontaktallergien, Leishmaniose und Herpesvirus-
infektionen nachgewiesen (BURSCH et al. 2007; BREWIG et al. 2009; BEDOUI et al. 2009). 
Zusammenfassend lässt sich festhalten, dass diese vier C-Typ Lektinrezeptoren verschie-
dene wichtige Aufgaben im Bereich der Immunregulation durch DCs übernehmen und des-
halb interessante Ziele für die weitere Charakterisierung humaner DCs und die Entwicklung 
therapeutischer Anwendungen, wie die Antigenbeladung dieser Zellen mittels rekombinanter 
Antikörper zur Induktion spezifischer Immunreaktionen, darstellen. 




3 Material und Methoden 
3.1 Material 
3.1.1 Chemikalien, Geräte und Verbrauchsmaterialien 
Alle Chemikalien, Reagenzien, Gebrauchswaren und Geräte, die für diese Doktorarbeit 
verwendet wurden, wurden von den im Folgenden aufgelisteten Firmen bezogen: 
Abcam (Cambridge); Abd Seroteq (Düsseldorf); Beckmann Coulter GmbH (Krefeld); Becton 
Dickinson (Heidelberg); Biomers (Ulm); Biolegend (Fell); Bio Rad Laboratories GmbH 
(München); Carl Roth GmbH & Co.KG (Karlsruhe); eBioscience (Frankfurt); Eppendorf 
(Wesseling-Berzdorf); GE Healthcare Europe GmbH (Freiburg); Greiner Bio-One AG 
(Frickenhausen); Heraeus (Hanau); Herolab (Wiesloch); Jackson Immunoresearch 
(Hamburg); Life technologies (Darmstadt); LMS (Bad Ditzenbach) Lonza Cologne GmbH 
(Köln); Merck KG (Darmstadt); New England Biolabs GmbH (NEB, Schwabach i. Taunus); 
Pan Biotech GmbH (Aidenbach), Peprotech GmbH (Hamburg); Peqlab Biotechnologie 
GmbH (Erlangen); Roche Molecular Biochemicals GmbH (Mannheim); Roth (Karlsruhe); 
Seqlab (Göttingen); Serva Electrophoresis GmbH (Heidelberg); Sigma-Aldrich (Steinheim); 
VWR (Darmstadt); Zeiss (Oberkochen). 
Eingesetzte Medien und Lösungen wurden, falls nicht steril vom Hersteller erworben, für 
20min bei 121°C und 1bar autoklaviert oder mit Hilfe eines 0,22µm großen Filters steril-
filtriert. Alle verwendeten Chemikalien entsprachen mindestens dem Reinheitsgrad „reinst“. 
3.1.2 Zellkulturreagenzien und Zytokine 
Zellkulturmaterialien wurden als sterile Einmalartikel erworben. Als Zellkulturmedien wurden 
DMEM (Life technologies), RPMI1640 (Life technologies) oder X-VIVO15 (Lonza) verwendet. 
Als zusätzliche Reagenzien dienten L-Glutamin (200mM, Life technologies), Peni-
cillin/Streptomycin (Pen/Strep; 10.000 U/ml Penicillin und 10.000 µg/ml Streptomycin, Life 
technologies), Gentamizin (50mg/ml, Sigma-Aldrich), humanes Serum (HS; Typ AB, Lonza), 
fötales Kälberserum (FCS; Biochrom AG), 2-β-Mercaptoethanol (50mM in PBS, Pan 
Biotech), Nutridoma (Roche), Natriumpyruvat (100mM, Life technologies) und Trypsin-EDTA 
(0,25%, Life technologies). Zytokine wurden von der Firma Peprotech bezogen. Im Einzelnen 
handelte es sich dabei um hFlt3L, hGM-CSF, hIL-3, hSCF, hTGF-β1 und hTNF-α. 
3.1.3 Standardlösungen, Puffer und Medien 
Puffer, Lösungen und Medien wurden grundsätzlich mit doppelt deionisiertem Wasser 
(ddH2O) aus der Deionisationsanlage Milli-Q Advantage A10 (Millipore, Eschenbach) mit 




einem spezifischen Widerstand von 18,2MΩ/cm3 hergestellt. Die speziellen Puffer- und 
Medienzusammensetzungen werden bei den jeweiligen Methoden einzeln aufgelistet. 
3.1.4 Verwendete Kits 
Für die Arbeit wurden folgende Kits verwendet: 
 QIAquick Gel Extraction Kit  (QIAgen, Hilden) 
 QIAquick PCR Purification Kit  (QIAgen, Hilden) 
 PureLink HiPure Plasmid Filter Purification Kit  (Invitrogen) 
 Limulus Amoebocyte Lysat (LAL) Kit (LONZA) 
 CD34 MicroBead Kit human (Miltenyi Biotec) 
 Monoclonal Antibody Labeling Kits  
 Alexa Fluor 488 bzw. Alexa Fluor 647  (Invitrogen) 
 Hemacolor® Schnellfärbung von Blutausstrichen 
 Färbeset für die Mikroskopie (Merck) 
3.1.5 HEK293T-Zellen 
Für die Transfektionen von DNA, die für C-Typ Lektinrezeptorproteine kodiert, wurden 
HEK293T-Zellen eingesetzt. Die Abkürzung HEK bezeichnet „human embryonic kidney 
cells“, eine Zelllinie, die ursprünglich aus menschlichen Nierenzellen stammt und DNA-
Anteile des menschlichen Adenovirus 5 enthält. HEK-Zellen sind hypotriploide Epithelzellen 
und wachsen adhärent. Die Zellen wurden freundlicherweise von Frau Prof. Dr. Diana 
Dudziak bereitgestellt. 
3.1.6 Escherichia coli DH5α kompetente Bakterien 
E. coli DH5α Bakterien sind ein Stamm von E. coli Bakterien, die einige Mutationen 
aufweisen, die Transformationen erleichtern. Im Einzelnen reduziert die recA1-Mutation 
homologe Rekombinationen und sorgt somit für ein stabileres DNA-Insert, die endA1-
Mutation hemmt die Endonuklease-Aktivität und schützt somit das transformierte Plasmid vor 
dem Verdau und die hsdR17(rK-mK+)-Mutation führt zu einer geringeren Aktivität des EkoK-
Restriktionsenzyms. Die Bakterien wurden freundlicherweise von Frau Prof. Dr. Diana 
Dudziak bereitgestellt. 
3.1.7 Oligonukleotide zur Klonierung und Sequenzierung 
In Tabelle 2 sind alle Oligonukleotide dargestellt, die zur Klonierung und Sequenzierung 
verwendet wurden. Restriktionsschnittstellen sind dabei unterstrichen hervorgehoben (XbaI: 
TCTAGA, NotI: GCGGCCGC, NheI: GCTAGC). Die Sequenzierprimer 5.13 Seq HC IgG1 
mutated (TA99), 5.14 Seq Ova, 3.6 Seq 600 rev und 3.14 Seq HC 33D1 wurden freund-




licherweise von Prof. Dr. Diana Dudziak und Dipl. Chem. Christian Lehmann zur Verfügung 
gestellt. 
 
Tab. 2 Oligonukleotide 

























3.4 hDectin-2 CCCCGGTCTAGATAGGTAAATCTTATTCATCTCACA 36 65 
5.13 Seq HC IgG1 
mutated (TA99) 
TGGAGTGGCAGTGGAATG 18 49 
3.6 Seq 600 rev GATGCTATTGCTTTATTTGTAACCATT 27 54 
5.14 Seq Ova CTTTGGCAGATGTGTTTC 18 43 
5.1 Seq DEC-
Vektor 
GCGGGGTGGAATCCACGTTCTTTAATAATG 30 67 
5.3 Seq DEC-
Vektor 
GCGGGGGCGGTATTATCCCGTATTG 25 67 
5.4 Seq DEC-
Vektor 
GCGGGGACTGATTAAGCATTGGTAAC 26 62 
5.5 Seq DEC-
Vektor 
GCGGGGTTAACTGGCGAACTACTTAC 26 61 
5.6 Seq DEC- GCGGGGCATGACCAAAATCCCTTAAC 26 66 







GCGGGGGAGCGTCGATTTTTGTGATG 26 70 
5.8 Seq DEC-
Vektor 
GCGGGGACATAACTTACGGTAAATGG 26 61 
3.14 Seq HC 
33D1 
GAAACCCAAGCTGAG 15 46 
3.1 Seq DEC-
Vektor 
CCCCGGGCCCCTTCACAGATGTATTG 26 69 
3.2 Seq DEC-
Vektor 
CCCCGGCGGGCCATTTACCGTCATTG 26 74 
3.1.8 Software 
Die für diese Arbeit benötigten Oligonukleotide wurden mit der Software „Clone Manager 9“ 
(Sci-Ed) erstellt, DNA-Sequenzen wurden mit Hilfe des Programms „GENtle“ von Magnus 
Manske analysiert. Die Bilder der Immunfluoreszenzmikroskopie wurden mit der ZEN-
Software der Firma Zeiss ausgewertet, die durchflusszytometrischen Analysen mit der 
FACSDiva Software von BD Biosciences und FlowJo (Tree Star). Die Auswertung von 
PVDF-Membranen am ImageQuant™ biomolecular imager LAS 4000 (GE Healthcare) 
erfolgte mit der zugehörigen Software „Image QuantTM LAS 4000“ (Version 1.21). 
3.1.9 Enzyme 
Die Restriktionsenzyme NheIHF, NotIHF und XbaI stammen von der Firma New England 
Biolabs. T4 DNA-Ligase und T4 DNA-Ligase-Puffer wurden von MBI-Fermentas (Wilna, LIT) 
bezogen. Für die Polymerasekettenreaktion (PCR) wurden GC-Puffer sowie Phusion High-
Fidelity (HF) Polymerase von Thermo Scientific Oy (Espoo, FIN) verwendet, die Taq Poly-
merase samt Puffer wurde von Peqlab Biotechnologie bezogen.  
3.1.10 Plasmide 
Für die Klonierung von Ig-Fusionsproteinen wurden folgende Vorlagen von C-Typ Lektin-
rezeptor-DNA verwendet, die freundlicherweise von Frau Dr. Nathalie Eissing zur Verfügung 
gestellt wurden: 












(G4S)2: Glycin-Serin Linker 
Als Ligationsvektor diente das Plasmid 600, ein pBR322-Vektor, der die DNA für die schwere 
Kette des Ovalbumin-tragenden murinen DEC205-Antikörpers enthielt: DEC205(HC)-Ova-
Insert (freundlicherweise zur Verfügung gestellt von Frau Prof. Dr. Diana Dudziak). Für die 
Produktion der Ig-Fusionsproteine wurde weiterhin das Plasmid 550 (die murine DEC205 
kappa leichte Kette) benötigt, da es die entsprechende leichte Kette des Immunglobulins 
DEC205 zur im Plasmid 600 enthaltenen schweren Kette enthielt. Für die Produktion His-
tragender Proteine wurden folgende Plasmide, die freundlicherweise von Frau Dr. Nathalie 
Eissing zur Verfügung gestellt wurden, in HEK293T-Zellen transfiziert: 






3.1.11 Molekulare Größenmarker 
Zur Größenbestimmung von Desoxyribonukleinsäure (DNA) -Fragmenten wurde der Marker 
„2-log DNA“ von NEB verwendet. Für Proteine erfolgte dies mittels „PageRuler™Plus 
Prestained Protein Ladder“ der Firma MBI-Fermentas. 
3.1.12 Antikörper gegen humanes Gewebe 
Die für die Immunfluoreszenz humaner Gewebe und die FACS-Analysen humaner Zellen 
verwendeten Antikörper sind in den nachfolgenden Tabellen zusammengefasst (Tab. 5-10). 
Tab. 5 Antikörper gegen humane Oberflächenrezeptoren (Immunfluoreszenz) 
Antikörper Konjugat Klon Isotyp Konzentra-tion Firma 
CD1c 
(BDCA-1) 
PE AD5-8E7 Mouse IgG2a 1:50 Miltenyi Biotec 
CD1b PE SN13 Mouse IgG1 1:50 BioLegend 




CD3 Alexa 488 UCHT1 Mouse IgG1 1:50 BioLegend 
CD3 Alexa 647 UCHT1 Mouse IgG1 1:50 eBioscience 
CD3 Biotin UCHT1 Mouse IgG1 1:50 BD Biosciences 
CD3 PE UCHT1 Mouse IgG1 1:50 BD Biosciences 
CD10 FITC HI10a Mouse IgG1 1:50 BioLegend 
CD11b Alexa 488 ICRF44 Mouse IgG1 1:50 eBioscience 
CD11c FITC 3.9 Mouse IgG1 1:50 eBioscience 
CD19 Alexa 647 HIB19 Mouse IgG1 1:10 BD Biosciences 
CD34 PE 581/CD34 Mouse IgG1 1:50 BD Biosciences 
CD38 Alexa 647 HIT2 Mouse IgG1 1:50 BioLegend 
CD38 FITC HIT2 Mouse IgG1 1:50 BioLegend 
CD45RA Biotin HI100 Mouse IgG2b 1:50 BD Biosciences 
CD45RA FITC 5H9 Mouse IgG1 1:50 BD Biosciences 
CD90 FITC 5E10 Mouse IgG1 1:50 BD Biosciences 
CD90 PerCP/Cy5.5 5E10 Mouse IgG1 1:50 BioLegend 
CD117 Biotin 104D2 Mouse IgG1 1:50 BioLegend 
CD123 FITC AC145 Mouse IgG2a 1:50 Miltenyi Biotec 
CD123 
(IL-3-Rα) 
PE 6H6 Mouse IgG1 1:50 eBioscience 
CD133 PE AC133 Mouse IgG1 1:50 Miltenyi Biotec 
HLA-DR PerCP L243 Mouse IgG2a 1:50 BD Biosciences 
Zytokeratin-8 Purified TROMA1 Ratte IgG2a 1:20 Hybridomzellen 
Tab. 6 Antikörper gegen humane Oberflächenrezeptoren (FACS) 
Antikörper Konjugat Klon Isotyp Konzentration Firma 
CD1a FITC HI149 Mouse IgG1 1:30 BD Biosciences 
CD1a APC HI149 Mouse IgG1 1:30 BD Biosciences 
CD1c 
(BDCA-1) 
APC AD5-8E7 Mouse IgG2a 1:30 Miltenyi Biotec 
CD3 V450 UCHT1 Mouse IgG1 1:30 BD Biosciences 
CD4 FITC RPA-T4 Mouse IgG1 1:30 eBioscience 
CD4 PE RPA-T4 Mouse IgG1 1:30 eBioscience 




CD4 Biotin RPA-T4 Mouse IgG1 1:500 BioLegend 
CD8a APC RPA-T8 Mouse IgG1 1:200 eBioscience 
CD11b PE ICRF44 Mouse IgG1 1:30 eBioscience 
CD11b V450 ICRF44 Mouse IgG1 1:30 BD Biosciences 
CD11c PE/Cy7 3.9 Mouse IgG1 1:30 BioLegend 
CD11c V450 B-ly6 Mouse IgG1 1:30 BD Biosciences 
CD11c FITC 3.9 Mouse IgG1 1:30 eBioscience 
CD11c PE 3.9 Mouse IgG1 1:30 eBioscience 
CD11c Biotin 3.9 Mouse IgG1 1:30 BioLegend 
CD14 APC/Cy7 HCD14 Mouse IgG1 1:100 BioLegend 
CD14 Pacific Blue M5E2 Mouse IgG2a 1:30 BD Biosciences 
CD14 FITC 61D3 Mouse IgG1 1:30 eBioscience 
CD19 V450 HIB19 Mouse IgG1 1:200 BD Biosciences 
CD34 PE 581/CD34 Mouse IgG1 1:30 BD Biosciences 
CD38 Alexa 647 HIT2 Mouse IgG1 1:30 BioLegend 
CD45RA FITC 5H9 Mouse IgG1 1:30 BD Biosciences 
CD56 V450 B159 Mouse IgG1 1:30 BD Biosciences 
CD80 PE L307.4 Mouse IgG1 1:30 BD Biosciences 
CD83 FITC HB15 Mouse IgG1 1:30 BD Biosciences 
CD86 PE 2331(FUN-1) Mouse IgG1 1:30 BD Biosciences 
CD90 PerCP/Cy5.5 5E10 Mouse IgG1 1:30 BioLegend 
CD123 
(IL-3-Rα) 
Biotin 9F5 Mouse IgG1 1:30 BD Biosciences 
CD123 
(IL-3-Rα) 
PE AC145 Mouse IgG2a 1:30 Miltenyi Biotec 
CD141 
(BDCA-3) 
PE AD5-14H12 Mouse IgG1 1:30 Miltenyi Biotec 
CD205 
(DEC-205) 
PE MG38 Mouse IgG2b 1:30 BD Biosciences 
CD206 FITC 19.2 Mouse IgG1 1:30 BD Biosciences 







PE 19.2 Mouse IgG1 1:30 BD Biosciences 
CD207 Alexa 488 343828 Mouse IgG1 1:30 R&D 
CD207 Biotin 343828 Mouse IgG1 1:30 R&D 
CD209 FITC DCN46 Mouse IgG2b 1:30 BD Biosciences 
CD303 
(BDCA-2) 
Biotin AC144 Mouse IgG1 1:30 Miltenyi Biotec 
Clec9a Biotin 8F9 Mouse IgG2a 1:30 abcam 
HLA-DR FITC L243 Mouse IgG2a 1:30 BD Biosciences 
HLA-DR PerCP G46-6 Mouse IgG2a 1:30 BD Biosciences 
DCIR Alexa 647 15E12 Mouse IgG2a 1:30 Gordon Heidkamp 
Tab. 7 Isotyp-Kontrollantikörper (Immunofluoreszenz) 
Antikörper Konjugat Typ Konzentration Firma 
IgG1 FITC Mouse 1:50 BD Biosciences 
IgG1 Biotin Mouse 1:50 eBioscience 
IgG1 Alexa 647 Mouse 1:50 BD Biosciences 
IgG1 PE Mouse 1:50 BD Biosciences 
Tab. 8 Isotyp-Kontrollantikörper (FACS) 
Antikörper Konjugat Typ Konzentration Firma 
IgG1 FITC Mouse 1:30 BD Biosciences 
IgG1 Biotin Mouse 1:30 eBioscience 
IgG1 PE/Cy7 Mouse 1:30 BioLegend 
IgG1 PE Mouse 1:30 BD Biosciences 
IgG1 Alexa 647 Mouse 1:30 BD Biosciences 
IgG2a PE Mouse 1:30 eBioscience 
IgG2a APC Mouse 1:30 BD Biosciences 
IgG2a Biotin Mouse 1:30 BD Biosciences 
IgG2a FITC Mouse 1:30 BD Biosciences 




IgG2b FITC Mouse 1:30 BioLegend 
IgG2b PE Mouse 1:30 BD Biosciences 
Tab. 9 Sekundärantikörper (Immunfluoreszenz) 
Antikörper Konjugat Isotyp Konzentration Firma 
Anti rat FITC Mouse IgG 1:200 Jackson 
ImmunoResearch 
Laboratories Inc. 
Anti FITC DyLightTM488 Mouse IgG 1:200 Jackson 
ImmunoResearch 
Laboratories Inc. 
Anti PE - Goat IgG 1:400 Thermo Scientific 
Anti goat Cy3 Rabbit IgG 1:400 Jackson 
ImmunoResearch 
Laboratories Inc. 
Anti goat DyLightTM 549 Donkey IgG 1:200 Jackson 
ImmunoResearch 
Laboratories Inc. 
Anti rat Biotin Donkey IgG 1:200 Jackson 
ImmunoResearch 
Laboratories Inc. 
Streptavidin Cy3 Bacterial Protein 1:400 Jackson 
ImmunoResearch 
Laboratories Inc. 
Streptavidin Alexa 488 Bacterial Protein 1:200 LifeTechnologies 
Streptavidin Alexa 647 Bacterial Protein 1:200 BioLegend 
Tab. 10 Sekundärantikörper (FACS) 
Antikörper Konjugat Isotyp Konzentration Firma 
Streptavidin APC/Cy7 Bacterial Protein 1:500 BioLegend 
3.1.13 Gewebe und Blut 
Für die Aufarbeitung humaner Gewebe und Blutproben lagen die Ethikanträge 3761, 3762, 
4163, 4414, 185_12, (Prof. Dr. Diana Dudziak) vor. Das Milzgewebe wurde von Prof. A. 
Hartmann (Pathologie Erlangen), Prof. W. Haupt und Prof. Hohenfelder (Chirurgische Klinik 
mit Poliklinik Erlangen) bereitgestellt. Die Thymi wurden in der kardiologischen Abteilung der 
Kinder- und Jugendklinik des Universitätsklinikums Erlangen im Zuge von Herzoperationen 
entnommen und von Prof. Cesnejvar zur Verfügung gestellt. Die Tonsillen stammten von 
Patienten der HNO-Klinik des Universitätsklinikums Erlangen und wurden von Prof. Iro und 




Prof. Zenk zur Verfügung gestellt. Das Nabelschnurblut wurde bei Geburten im Klinikum 
Bamberg (Sozialstiftung Bamberg, Geburtshilfe) gewonnen und von Prof. Schauf zur 
Verfügung gestellt. 
3.2 Methoden 
3.2.1 Molekularbiologische Methoden 
3.2.1.1 Primer erstellen 
Die für die Klonierung der C-Typ Lektinrezeptoren benötigten Primer wurden zunächst mit 
Hilfe des Programms „Clone Manager“ der Firma Sci-Ed so kreiert, dass sie Schnittstellen für 
bestimmte Restriktionsenzyme enthielten (s. Tab. 2), über die die DNA später mit dem ent-
sprechenden Vektor ligiert werden konnte. Die Synthetisierung dieser Oligonukleotide wurde 
von der Firma Biomers durchgeführt. 
3.2.1.2 Polymerase-Ketten-Reaktion 
Um die gewünschte C-Typ Lektinrezeptor-DNA herzustellen, wurde eine PCR mit den neu 
kreierten Primern (s. 3.2.1.1) durchgeführt. Hierzu wurde sowohl die Taq-Polymerase als 
auch die PhusionHF-Polymerase verwendet. Jeder 20µl PCR-Ansatz setzte sich wie folgt 
zusammen: 
 1µl Originalplasmid (10ng) 
 0,2µl Phusion-HF 2U/µl bzw. 0,2µl HotTaq-Polymerase 5U/µl 
 0,4µl dNTPs (10mM) 
 0,5µl Forward Primer (10pmol/µl) 
 0,5µl Reverse Primer (10pmol/µl) 
 4µl 5xGC-Puffer für Phusion-HF bzw.  5µl Enhancer und 2,5µl Taq-Puffer für  
  HotTaq-Polymerase 
 ddH2O ad 20µl 
Für die Amplifizierung der DNA in einer BioRAD C1000TMThermalCycler PCR-Maschine (96-
Well) wurde folgendes PCR-Programm verwendet: 
 Initiale Denaturierung:  95°C, 180sek 
 Denaturierung: 98°C, 15sek 
 Primer Annealing: 58/60°C, 30sek 35x 
 Elongation: 72°C, 45sek 
 Finale Elongation: 72°C, 10min 
 Hold: 12°C 




Die Annealing Temperatur betrug für hClec9a, hDectin-1 und hDectin-2 60°C, für hLangerin 
58°C. Zur Amplifizierung von hClec9a wurde die Taq-Polymerase verwendet, für alle ande-
ren DNA-Fragmente die PhusionHF-Polymerase. 
3.2.1.3 Agarose-Gelelektrophorese 
Zur elektrophoretischen Auftrennung und Darstellung von PCR-Produkten und verdauten 
DNA-Fragmenten wurde eine Agarose-Gelelektrophorese durchgeführt. Zur Herstellung 
eines 1,5%igen Agarosegels wurden 1,5g Agarose (Roth) in 100ml TAE-Puffer angerührt 
und aufgekocht, bis die Flüssigkeit klar war. Anschließend wurde der durch Verdampfen 
entstandene Gewichtsverlust durch Wasser ausgeglichen und 1,25µl Ethidiumbromid 
(10mg/ml) zur Lösung gegeben. Nun wurde das Gel ohne Luftblasen in eine Flachbett-
apparatur mit Kamm (Peqlab) gegossen. Nach einer Trocknungszeit von 20min wurde der 
Kamm entfernt, das erstarrte Gel in eine Elektrophoresekammer gestellt und mit TAE-Puffer 
überschichtet. Die Proben wurden im Verhältnis 6:1 mit 6x DNA-Ladepuffer versetzt und in 
die Taschen des Gels gefüllt. Zusätzlich wurden 5µl 2log DNA-Längenstandard (NEB, 
Schwabach) aufgetragen. Anschließend wurde eine Spannung von 120V an der Gelkammer 
angelegt und das Gel nach einer Laufzeit von 30-40min mit Hilfe eines UV-Transilluminators 
(Herolab) samt Kamerasystem ausgewertet. Gegebenenfalls folgte noch das Ausschneiden 
und Aufreinigen der DNA-Fragmente (s. 3.2.1.4). 
 1xTAE-Puffer: 50mM Tris Base, 5mM Natriumacetat, 1mM EDTA in ddH2O 
 6x DNA-Ladepuffer: 0,25% Bromphenolblau, 25% Glycerin, 10mM EDTA in ddH2O 
3.2.1.4 Aufreinigung der DNA 
Zur Aufreinigung von Vektorfragmenten und PCR-Produkten aus dem Agarosegel wurden 
die unter UV-Licht sichtbaren DNA-Banden zunächst mit einem Skalpell aus dem Gel 
ausgeschnitten (Transilluminator Table, Vilber Lourmat). Dies ist eine einfache und 
praktikable Möglichkeit, die DNA-Stücke zu isolieren, da sich das unter UV-Licht 
fluoreszierende Ethidiumbromid in DNA-Moleküle einlagert und diese somit sichtbar macht. 
Die DNA wurde aus den ausgeschnittenen Banden mit Hilfe des „QIAquick Gel Extraction 
Kit“ von QIAGEN isoliert: Das dreifache Gewicht der Gelbande wurde als Volumeneinheiten 
QG-Puffer zugegeben und bei 55°C mindestens 10min inkubiert, bis das Gel vollständig 
gelöst war. Nach Zugabe von 150µl Isopropanol wurde alles gevortext, in die Gelextraktions-
säulen eingefüllt und 1min bei 8000xg zentrifugiert. Da sich die DNA nun in der Säule 
befand, konnte der Durchfluss verworfen werden. Nach weiteren Zentrifugationsschritten, 
zunächst mit 500µl QG-Puffer und anschließend mit 750µl PE-Puffer, wurde die Säule in ein 




frisches 1,5ml Eppendorf-Reaktionsgefäß gesetzt und mit 30-50µl Elutionspuffer (EB-Puffer; 
10mM, Tris-HCl (pH=8,5)) bei 8000xg 2min in dieses eluiert. 
PCR-Produkte wurden teilweise nach der Amplifikation oder nach der Restriktion direkt 
aufgereinigt (ohne Darstellung im Agarosegel), dazu wurde das „QIAquick PCR Purification 
Kit“ (QIAGEN), welches nach demselben Prinzip arbeitet wie das „QIAquick Gel Extraction 
Kit“, nach Angaben des Herstellers verwendet. 
Bis zur weiteren Bearbeitung wurden die Proben bei -20°C gelagert. 
3.2.1.5 Verdau von DNA mit Restriktionsenzymen 
Vor der Ligation mussten die zu verbindenden DNA-Stücke (sowohl Vektor als auch PCR-
Produkte) mit Restriktionsendonukleasen verdaut werden, um die DNA zu linearisieren und 
um zu gewährleisten, dass die jeweiligen DNA-Enden ligierbar sind. Hierfür wurde mit dem 
präparativen Restriktionsansatz gearbeitet; zur Restriktionsanalyse von Minipräp-DNA wurde 
der analytische Restriktionsansatz gewählt. Die Ansätze wurden jeweils für 1h auf 37°C 
inkubiert und die Enzyme anschließend für 10min bei 65°C inaktiviert. 
 Präparativer Restriktionsansatz: 10µg DNA, 5µl Restriktionspuffer 4 (NEB), 0,5µl BSA (100x) 
(NEB), 1µl Restriktionsenzym 1, 1µl Restriktionsenzym 2 ad 
50µl ddH2O 
 Analytischer Restriktionsansatz: 5µl DNA-Lösung, 2µl Restriktionspuffer 4 (NEB), 0,2µl BSA 
(100x) (NEB), 0,1µl Restriktionsenzym 1, 0,1µl Restriktions-
enzym 2, 12,6µl ddH2O 
 Verwendete Restriktionsenzyme:  NheI-HF (20 U/µl), NotI-HF (20 U/µl), XbaI (20 U/µl) 
Sollte die verdaute DNA anschließend für eine Ligation weiter verwendet werden, so folgte 
wiederum eine Aufreinigung (s. 3.2.1.4), um Enzyme und kleinere DNA-Fragmente zu 
eliminieren. 
3.2.1.6 Konzentrationsbestimmung der DNA 
Die Konzentration von DNA wurde mit Hilfe eines Bio-Photometers der Firma Eppendorf 
bestimmt. Dazu wurde die DNA je nach zu erwartender Konzentration entweder im 
Verhältnis 1:50 oder 1:100 in 10mM Tris-HCl (pH=8,0) oder ddH2O verdünnt und in eine 1ml 
UV-Einmalküvette (Eppendorf) gefüllt. Die optische Dichte (OD) der Proben wurde am 
Photometer bei einer Wellenlänge von 260nm gegen einen Nullwert (10mM Tris-HCl oder 
ddH2O) bestimmt. Ein Wert von OD260=1 entspricht 50µg/ml doppelsträngiger DNA, 33µg/ml 
einzelsträngiger DNA, bzw. 20µg/ml Oligonukleotiden. Zusätzlich gibt das Gerät die Relation 
von OD260 zu OD280 an, was einen Rückschluss auf die Verunreinigung an Protein und RNA 




der gemessenen Proben zulässt: bei einem Wert von 1,8 bis 2,0 ist die DNA als "rein" zu 
bezeichnen. 
3.2.1.7 Herstellung kompetenter Bakterien 
Die für die spätere Transformation benötigten kompetenten Bakterien wurden zur 
Vervielfältigung aus dem Glycerolstock entnommen. Bei den verwendeten Bakterien 
handelte es sich um kommerziell erhältliche kompetente E. coli DH5α. 
Eine Pipettenspitze voll der bei -80°C gelagerten Bakterien wurde entnommen und in ein 
Röhrchen mit 4ml Lysogeny-Broth (LB) Medium überführt. Anschließend wurde dieses mit 
leicht geöffnetem Deckel 14-16h bei 37°C und 230rpm geschüttelt. Anschließend wurde die 
Bakterienlösung in einen 1l Erlenmeyerkolben mit 400ml LB-Medium umgesetzt. 1ml aus 
diesem Erlenmeyerkolben wurden in ein 1,5ml Eppendorf-Reaktionsgefäß gegeben und bei 
4°C aufbewahrt, um für die spätere Dichtemessung der Bakterienkultur einen Nullwert bereit 
zu halten. Der 1l Erlenmeyerkolben wurde daraufhin bei 37°C und 200rpm inkubiert. Alle 
30min wurde eine Dichtemessung durchgeführt: Eine 1ml Einmalküvette (Eppendorf) wurde 
mit 1ml Bakteriensuspension gefüllt und bei einer Wellenlänge von 595nm mit dem Bio-
Photometer der Firma Eppendorf die Dichte der inkubierten Bakteriensuspension gegen den 
vorher entnommenen Nullwert (s. o.) gemessen. Sobald die Dichte einen Wert von 0,4 – 0,6 
erreicht hatte, wurde der Erlenmeyerkolben für 30min auf Eis gestellt, um die Vermehrung 
der Bakterien zu stoppen. Anschließend wurde der Inhalt auf 50ml-Polypropylenröhrchen 
verteilt und 10min bei 4°C und 1325xg zentrifugiert. Der Überstand wurde vorsichtig abge-
nommen und die verbliebenen Bakterien mit 100ml Tfb1-Puffer pro 400ml ursprünglicher 
Bakterienkultur resuspendiert. Nach 30min auf Eis wurden die Polypropylenröhrchen noch-
mals 10min bei 4°C und 1325xg zentrifugiert, der Überstand wieder verworfen und das 
Bakterienpellet abermals resuspendiert, diesmal mit insgesamt 10ml Tfb2-Puffer. Als letzten 
Schritt wurde die gesamte Suspension auf 1,5ml-Reaktionsgefäße (Eppendorf) zu je 50 bzw. 
100µl verteilt und in flüssigem Stickstoff eingefroren. Somit konnten die kompetenten 
Bakterien bei -80°C bis zur weiteren Verwendung gelagert werden. 
 LB-Medium:  25g LB-Pulver, 1l ddH2O 
 Tfb1-Puffer:  30mM KAc, 50mM MnCl2, 100mM RbCl, 10mM CaCl2, 15% (w/v) Glycerin, 
  pH=5,8 
 Tfb2-Puffer:  10mM MOPS/NaOH (pH 7,0), 75mM CaCl2, 10mM RbCl;, 15% (w/v) Glycerin 
3.2.1.8 Ligation der DNA 
Um später ein vollständiges Plasmid mit der gewünschten C-Typ Lektinrezeptor-DNA für die 
Transfektion zur Verfügung zu haben, mussten der linearisierter Vektor und das Insert ligiert 




werden. Die Konzentration von Vektor und Insert wurde mittels Photometer bestimmt (vgl. 
3.2.1.6). Der Ligationsansatz von 20µl hatte folgende Zusammensetzung: 0,5-1,0µg Vektor-
DNA, abhängig von der Konzentration des Inserts im Gel normalerweise die 2,5fache Menge 
Insert-DNA, 1µl T4-Ligase und 2µl T4-Ligase-Puffer, aufgefüllt mit doppelt deionisiertem 
Wasser. Zusätzlich wurde stets ein Kontrollansatz der gleichen Zusammensetzung nur mit 
doppelt deionisiertem Wasser anstelle der Insert-DNA vorbereitet, um die Ligation zu 
spezifizieren. Sowohl Ligations- als auch Kontrollansatz wurden für 2-3h bei Raumtemp-
eratur bzw. für 16h bei 16°C inkubiert, bevor sie in kompetente Bakterien transformiert 
wurden (s. 3.2.1.9). 
Die im Zuge dieser Arbeit hergestellten Plasmide sind in Tabelle 11 aufgeführt. 
Tab. 11 C-Typ Lektinrezeptor DNA in DEC205 (HC) im DEC-Vektor 
Plasmid Insert 
935 (G4S)2+hClec9a+(G4S)2+HA-Fragment 
936 (G4S)2+hClec9a+XbaI+(G4S)2+ HA-Fragment 
937 (G4S)2+hDectin-1+XbaI+(G4S)2+ HA-Fragment 
938 (G4S)2+hLangerin+XbaI+(G4S)2+ HA-Fragment 
939 (G4S)2+hDectin-2+XbaI+(G4S)2+ HA-Fragment 
(G4S)2: Glycin-Serin-Linker; 
HA-Fragment: Hämagglutinin-Fragment; 
XbaI: Schnittstelle für Restriktionsenzym XbaI 
3.2.1.9 Transformation der ligierten DNA in kompetente Bakterien 
Für die Transformation wurde pro Ligationsansatz (vgl. 3.2.1.8) ein Eppendorfgefäß der bei   
-80°C gelagerten kompetenten Bakterien (vgl. 3.2.1.7) entnommen, auf Eis gelegt und der 
Ligationsansatz hinein gegeben. Die Bakterien verblieben 20min auf Eis und wurden 
anschließend 60sek lang einem Hitzeschock bei 42°C ausgesetzt, worauf wieder eine 
Abkühlung von 2min auf Eis erfolgte. Danach wurden 500µl Lysogeny-Broth (LB)-Medium 
pro Eppendorfgefäß dazu gegeben, resuspendiert und alles 1h bei 37°C und 300rpm im 
Thermomixer (Eppendorf) inkubiert, um den Bakterien Zeit zu geben, das Plasmid aufzu-
nehmen. Danach wurden die Bakterien kurz abzentrifugiert (6000 rpm, 5min, RT, 
Tischzentrifuge), in den verbleibenden 100µl in den Eppendorfgefäßen resuspendiert und auf 
je eine vorher bei 37°C inkubierte und mit Ampicillin versetzte LB-/Agarplatte aufgebracht. 
Mit Hilfe von Glasperlen wurde die Bakteriensuspension gleichmäßig auf den Platten verteilt 
und getrocknet. Nach Entfernung der Glasperlen wurden die Bakterienplatten im Bakterien-
inkubator (Heraeus) 16-18h bei 37°C über Kopf inkubiert, bis auf den Platten Einzelkolonien 




gewachsen waren. Diese konnten nun für eine Minipräp-DNA-Analyse weiter verwendet 
werden. 
 LB-Agarplatten:  25g LB-Pulver, 15g Agar-Agar, 1l ddH2O, 1ml Ampicillin (100µg/ml) 
3.2.1.10 Bakterienkolonien picken und archivieren 
Nach erfolgreicher Ligation und Transformation waren nach der Inkubation der transfor-
mierten Bakterien auf den LB-/Agarplatten Einzelkolonien gewachsen. Diese Bakterien 
hatten das zu transformierende Plasmid mit der darin enthaltenen Ampicillinresistenz (im 
backbone des pBR322-Vektors) aufgenommen und waren somit unempfindlich gegen das in 
den Platten enthaltene Ampicillin. Im Gegensatz dazu sollten auf der Kontrollplatte im 
Idealfall gar keine Kolonien zu sehen sein. Mit einer Pipettenspitze wurden einzelne Kolonien 
gepickt und in je ein 15ml-Röhrchen, welches je 4ml LB-Ampicillinmedium enthielt, überführt. 
Pro Ligationsplatte wurden 10 Einzelklone ausgewählt. Die Röhrchen wurden anschließend 
mit leicht geöffnetem Deckel 16-18h bei 37°C im Bakterienschüttler bei 220rpm schräg 
inkubiert. Danach wurden alle Röhrchen bei 1325xg und 4°C 10min lang abzentrifugiert. Zur 
Archivierung dieser erfolgreich transformierten Bakterien wurde danach der Überstand bis 
auf etwa 200µl verworfen und diese 200µl in durchnummerierte PCR-Platten überführt. 
Später, nach erfolgter Sequenzierung der aufgereinigten DNA wurden die neuen Klone in 
Form eines Glycerolstocks aufbewahrt: Hierzu wurden zunächst 80µl Bakteriensuspension 
aus den PCR-Platten entnommen, in 4ml LB-Ampicillinmedium überführt und 12-16h bei 
220rpm und 37°C inkubiert. Darauf folgte eine fünfminütige Zentrifugation bei 1325xg und 
4°C. Der Überstand wurde verworfen und das Bakterienpellet in 1ml Glycerol-/LB-Medium 
(Glycerol:LB-Medium = 1:1) resuspendiert. Diese Suspension wurde anschließend in ein 
2ml-Kryovial überführt und bei -80°C gelagert. 
Die nach der Verarbeitung des Überstands in den Röhrchen verbliebenen Bakterienpellets 
wurden für die Minipräparation weiter verwendet. 
 LB-Ampicillinmedium: 25g LB-Pulver (Roth), 1l dd H2O, 1ml Ampicillin (100µg/ml) 
3.2.1.11 Minipräparation 
Für die Minipräparation, die der Auftrennung von Plasmid-DNA und Bakterienbestandteilen 
dient, wurden die Bakterienpellets nach der Archivierung der Einzelklone (vgl. 3.2.1.10) in 
den Röhrchen zunächst mit 150µl P1-Resuspensionspuffer resuspendiert und in 1,5ml-
Eppendorfgefäße überführt. Danach wurden 200µl P2-Lysepuffer dazugegeben, um die 
Zellwände aufzuschließen, und das Gefäß invertiert, bis der Inhalt eine gelige Konsistenz 
annahm. Darauf folgte eine Inkubationszeit von 5min bei Raumtemperatur (RT). Anschlie-
ßend kamen 200µl P3-Neutralisationspuffer und ein Tropfen Chloroform (CHCl3, 




0,22µl/Tropfen) hinzu, um Proteine zu denaturieren und die Separierung der DNA zu 
erleichtern. Die Reaktionsgefäße wurden invertiert und anschließend 15min lang bei 
21000xg und RT zentrifugiert. Der Überstand wurde in ein neues Reaktionsgefäß überführt 
und wiederum 10-15min bei RT inkubiert, um die im P1-Puffer enthaltene RNAase 
vollständig arbeiten zu lassen. Danach wurde 1ml Isopropanol dazu gegeben, um die 
enthaltenen Nukleinsäuren zu fällen, die Gefäße wurden 1x invertiert, kurz bei RT stehen 
gelassen und anschließend 30min bei 14000xg und 4°C zentrifugiert. Der Überstand wurde 
nun vollständig abgenommen und verworfen. Anschließend folgte die Zugabe von 300µl 
70%igem Ethanol (p. a.) zum DNA-Pellet, und es wurde erneut zentrifugiert (10min, 
14000xg, 4°C), um das Isopropanol herauszuwaschen. Wiederum wurde der Überstand 
vollständig verworfen und die DNA-Pellets ca. 5min luftgetrocknet. Zuletzt wurden in jedes 
Eppendorfgefäß 50µl EB-Puffer gegeben und die Proben nach vollständiger Auflösung der 
DNA bei -20°C aufbewahrt. 
 P1-Puffer: 50mM Tris-HCl, 10mM EDTA, 100µg/ml RNAse, pH=8,0 
 P2-Puffer: 0,2M NaOH, 1% SDS 
 P3-Puffer: 3M Kaliumacetat, pH=5,0 
 EB-Puffer: 10mM Tris-HCl, pH=8,0 
Mit jeder Minipräparation wurde eine Restriktionsanalyse mit anschließender Darstellung der 
DNA-Fragmente im Agarosegel als Kontrolle durchgeführt (vgl. 3.2.1.5 und 3.2.1.3), um zu 
überprüfen, ob durch das Verdauen mit den entsprechenden Restriktionsenzymen aus der 
Plasmid-DNA ein Insert der passenden Größe ausgeschnitten werden konnte. Als abschlie-
ßende Kontrolle, ob die gewünschte C-Typ Lektinrezeptor-DNA in das Plasmid eingefügt 
worden war, wurde eine Sequenzanalyse durchgeführt. 
3.2.1.12 DNA-Sequenzierung 
Zur Bestimmung der Nukleotidfolge der per Minipräparation vervielfältigten DNA wurde eine 
der Minipräparationen mit positivem Ergebnis der Restriktionskontrolle ausgewählt und für 
die Sequenzierung zur Firma Sequence Laboratories (Göttingen) geschickt. Die DNA-Probe 
wurde dazu gemäß den Angaben auf der Firmenhomepage (www.seqlab.de) vorbereitet und 
versandt. 
3.2.1.13 Maxipräparation 
Für die Maxipräparation wurde zunächst eine Tageskultur angelegt: Hierzu wurden 4ml LB-
Ampicillinmedium (s. 3.2.1.10) in ein 15ml-Röhrchen gegeben und daraufhin eine Pipetten-
spitze der als Glycerolstock archivierten Bakterien (vgl. 3.2.1.10) mit dem jeweils 




gewünschten Plasmid in die Flüssigkeit überführt. Darauf folgte eine Inkubation von 6-8h bei 
37°C und 200rpm im Inkubatorschüttler. Anschließend wurde die Bakteriensuspension auf 
zwei Erlenmeyerkolben mit je 1l LB-Ampicillinmedium verteilt und wiederum bei 37°C und 
200rpm 16-18h inkubiert (Übernachtkultur). Die Bakteriensuspension wurde in Becher 
umgefüllt, bei 5200xg und 4°C 15min lang in einer Beckmann Avanti A10 Zentrifuge 
abzentrifugiert und der Überstand verworfen. Zur Plasmidisolation wurde das „PureLink 
HiPure Plasmid Filter Purification Kit“ der Firma Invitrogen nach Angaben des Herstellers 
verwendet. 
3.2.1.14 Transfektion mittels Calcium-Phosphat-Präzipitation 
Die zu transfizierenden Zellen wurden 48h vor der eigentlichen Transfektion zuletzt 
gesplittet, so dass sie am Tag der Transfektion eine Dichte von 80-90% in der Zellkulturplatte 
(Ø 13cm) aufwiesen. Das DMEM-Standardmedium (s. 3.2.2.1) wurde nun zunächst voll-
ständig abgenommen und pro Zellkulturplatte je 24ml 37°C warmes Transfektionsmedium I 
vorsichtig auf die Platten pipettiert. In ein 50ml-Röhrchen wurden 12ml HBS (2x) gegeben. 
Während der Zugabe von 12ml Plasmidmischung wurde gleichzeitig Luft per Pipette in die 
Flüssigkeit geblasen. Auf jede Zellkulturplatte wurden je 6ml dieser Mischung gegeben und 
dieser Vorgang für 50 Platten wiederholt. Die Zellkulturplatten wurden dann bei 37°C, 5% 
CO2 und 95% relativer Luftfeuchte inkubiert. Nach 8h folgte ein Mediumwechsel, indem nach 
vollständigem Abziehen des Überstands von den Zellkulturplatten pro Platte 30ml 37°C 
warmes Transfektionsmedium II vorsichtig darauf gegeben wurden. Nach 5-7 Tagen 
Inkubation wurde der Überstand abgenommen, restliche Zellen durch Zentrifugation entfernt 
(800xg, 10min, 4°C) und die Lösung sterilfiltriert (0,22µm Filter, Stericup®Filter Units 1000ml, 
Millipore). Zusätzlich wurde zur Prävention gegen Mikroorganismen Natriumazid (NaN3, 
20%ige Lösung) bis zu einer Endkonzentration von 0,09% der Gesamtlösung zugegeben. 
 HBS (2x): 50mM HEPES, 280mM NaCl, 1,5mM Na2HPO4 in ddH2O; pH=7,09; s. f. 
 Transfektionsmedium I: DMEM-Medium, 2% FCS low IgG, 2mM L-Glutamin, 100U/ml Pen, 
  100µg/ml Strep, 1mM Natriumpyruvat 
 Transfektionsmedium II: DMEM-Medium, 0,5% Nutridoma (Roche), 2mM L-Glutamin, 
  100U/ml Pen, 100µg/ml Strep, 1mM Natriumpyruvat 
 Plasmidmischung/Zellkulturplatte (His-tragende Proteine): 
  2,65ml ddH2O 
  60µg Plasmid (Nr. 928, 931, 932 oder 989) 
  5µg Helper-Plasmid (Nr. 553) 
  10µl Chloroquin (100mM) 
  300µl CaCl2 (2,5M) 




 Plasmidmischung/Zellkulturplatte (Ig-Fusionsproteine): 
  2,65ml ddH2O 
  50µg Heavy Chain Plasmid (Nr. 935, 937, 938 oder 939) 
  40µg Light Chain Plasmid (Nr. 550) 
  5µg Helper-Plasmid (Nr. 553) 
  10µl Chloroquin (100mM) 
  300µl CaCl2 (2,5M) 
3.2.1.15 Ammoniumsulfatfällung und Dialyse 
Als ersten Schritt der Proteinaufreinigung, wurde das von den HEK293T-Zellen produzierte 
Protein mittels Ammoniumsulfat (132,14g/mol, >95%p.a., Roth) wie folgt gefällt: Zu dem 
konservierten Zellüberstand wurden 15% des Gewichts der Protein-Natriumazid-Lösung in 
Gramm an Ammoniumsulfat hinzugefügt, insgesamt vier Mal, jeweils im Abstand von 1h und 
die Lösung dabei stetig bei 4°C gerührt. Nach 14-16h wurde die Lösung 45min bei 4°C und 
1325xg zentrifugiert. Der Überstand wurde aufbewahrt, das Pellet in 5-6ml eiskaltem PBS 
resuspendiert und in ein 50ml-Röhrchen überführt, welches anschließend auf 4°C gestellt 
wurde. Der Überstand wurde ein zweites Mal 45min bei 4°C und 1325xg zentrifugiert, das 
entstandene Pellet ebenfalls in eiskaltem PBS resuspendiert und die beiden Lösungen im 
50ml-Röhrchen vereinigt. Nicht lösbare Bestandteile wurden mittels Zentrifugation bei 4°C, 
1325xg für 10min abzentrifugiert. Die Proteinlösung wurde in einen Dialyseschlauch mit 
0,22µm Porengröße gefüllt und gegen 5l PBS (2-3x gewechselt) über Nacht unter ständigem 
Rühren im Kühlraum dialysiert. Nach Abschluss der Dialyse wurde der Inhalt des Schlauchs 
vorsichtig in ein 50ml-Röhrchen überführt und 5min bei 1325xg und 4°C zentrifugiert, um 
ungelöstes Protein zu entfernen. Der Überstand wurde in ein anderes 50ml Röhrchen 
überführt und sofort mit Protein-G Beads oder Ni-NTA Beads inkubiert. 
3.2.1.16 Proteinaufreinigung mittels Nickel-NTA Beads 
Mit Hilfe von Nickel-NTA Beads können His-tragende Proteine gebunden werden, da die 
Histidinreste eine koordinative Bindung mit dem in den Beads enthaltenen Nickel eingehen 
und so einen Chelatkomplex bilden. Zur Vorbereitung wurden 500µl (Ni-NTA)-Superflow 
Beads (QIAGEN) in 50ml eiskaltem PBS überführt und 10min bei 800xg und 4°C 
zentrifugiert. Anschließend wurde der Überstand vorsichtig mit einer Pipette abgezogen und 
das Gefäß wieder bis zur 50ml-Marke mit eiskaltem PBS aufgefüllt. Die Beads wurden 
nochmals unter den gleichen Bedingungen zentrifugiert, der Überstand wieder vorsichtig 
abgenommen und das Gefäß diesmal mit Waschpuffer aufgefüllt, woraufhin ein dritter 
Zentrifugationsschritt, wieder unter den gleichen Bedingungen, erfolgte. Nachdem nun der 
Überstand ein letztes Mal vorsichtig abgenommen wurde, konnte die vorher dialysierte 
Proteinlösung (s. 3.2.1.15) hinzugegeben werden. Zusätzlich wurde die Lösung mit Lyse-




puffer (5x) bis zu einer 1x-Lösung versetzt und für 24h auf einem Rotationsschüttler 
inkubiert. Anschließend folgte wieder ein Zentrifugationsschritt und ein vorsichtiges Abziehen 
des Überstands bevor abermals Waschpuffer bis zur 50ml-Markierung dazu gegeben und 
wieder zentrifugiert wurde. Nach abermaligem Verwerfen des Überstands wurden die 
verbliebenen Ni-NTA Beads samt dem daran gebundenen Protein in eine Säule mit Fritte 
(BioRad) pipettiert und die Säule zweimal mit je 5ml Waschpuffer gewaschen. Danach wurde 
das Protein fraktioniert eluiert: Dazu wurden je 500µl Elutionspuffer auf die Säule gegeben, 
in einem Eppendorf-Reaktionsgefäß aufgefangen und sofort auf Eis gestellt. Insgesamt 
wurden pro Protein jeweils 10 Fraktionen auf diese Weise eluiert. 
 Waschpuffer (1x):  50mM NaH2PO4, 300mM NaCl, 20mM Imidazol, 0,05% Tween 20 in ddH2O;
  pH=8,0; s. f. 
 Lysepuffer (5x):  500mM NaH2PO4, 3000mM NaCl, 100mM Imidazol, 0,25% Tween 20 
  in ddH2O; pH=8,0; s. f. 
 Elutionspuffer (5x):  50mM NaH2PO4, 300mM NaCl, 250mM Imidazol, 0,05% Tween 20 
  in ddH2O; pH=8,0; s. f. 
3.2.1.17 Proteinaufreinigung mittels Protein-G Beads 
Zur Aufreinigung von IgG-Antikörpern wurde Protein-G Sepharose (GE Healthcare) 
verwendet, welches aufgrund seiner hohen Affinität für die Fc-Region dieser Immunglobuline 
in der Lage ist, sie zu binden. Dazu wurden zunächst 500µl in Ethanol gelagerter Protein-G 
Beads gut aufgeschüttelt und in ein 50ml-Röhrchen gegeben, bis zur 50ml-Markierung mit 
eiskaltem PBS aufgefüllt und bei 189xg 10min lang zentrifugiert. Der Überstand wurde 
vorsichtig abpipettiert, verworfen und die Beads erneut auf die gleiche Art und Weise mit 
eiskaltem PBS gewaschen. Anschließend wurde die dialysierte Proteinlösung (s. 3.2.3.2) zu 
den Protein-G Beads gegeben. Auch hier wurde die Lösung nun 24h auf dem Rotations-
schüttler inkubiert. Darauf folgte wieder ein Zentrifugationsschritt, zunächst bei 189xg 10min 
lang, anschließend 5min bei 233xg. Der Überstand wurde abpipettiert und die Protein-G 
Beads erneut mit eiskaltem PBS auf 50ml aufgefüllt und 10min bei 189xg zentrifugiert. Der 
Überstand wurde abermals verworfen und das verbliebene Pellet mit 4ml eiskaltem PBS 
resuspendiert. Diese Flüssigkeit wurde dann vollständig auf eine Säule mit Fritte (Bio Rad) 
gegeben und das Röhrchen anschließend noch einmal mit 4ml eiskaltem PBS gewaschen 
und auch diese Lösung auf die Säule pipettiert, um sicher zu gehen, dass alle Beads auf die 
Säule gelangen. Es wurden zehn 1,5ml-Reaktionsgefäße (Eppendorf) vorbereitet, indem sie 
mit je 50µl 1M Tris-HCl (pH=8) beschickt wurden. Die an das Protein-G gebundenen 
Antikörper konnten nun mit je 500µl Glycin-Puffer (0,1M; pH=2,7) von den Beads eluiert 
werden; jede 500µl-Proteinfraktion wurde dabei jeweils in einem der vorbereiteten Reaktions-




gefäße aufgefangen, sofort auf Eis gestellt und bis zur weiteren Bearbeitung bei 4°C 
gelagert. 
3.2.1.18 SDS-Polyacrylamid-Gelelektrophorese und Coomassie-Färbung 
Zur Sichtbarmachung der eluierten Proteine wurde eine SDS-Polyacrylamid-Gelelektro-
phorese (PAGE) mit anschließender Coomassie-Färbung durchgeführt. Dazu wurde 
zunächst das Gel hergestellt:  
 Trenngel:  5,75ml ddH2O, 4ml Rotiphorese 30%, 1,25ml 3M TrisHCl (pH=8,8), 100µl SDS 
  10%, 10µl TEMED, 90µl APS 
 Sammelgel: 7,34ml ddH2O, 1,33ml Rotiphorese 30%, 1,25ml 1M TrisHCl (pH=6,8), 100µl SDS 
  10%, 20µl TEMED, 90µl APS 
Als erstes wurde das Trenngel in einem 15ml Röhrchen angemischt, anschließend zwischen 
zwei Glasplatten gegossen bis diese zu etwa drei Vierteln gefüllt waren und danach mit 
ddH2O überschichtet, um eine gerade Trennungslinie zu erhalten. Anhand des Gelrests im 
15ml Röhrchen konnte überprüft werden, wann das Gel fest war. Nach dem Aushärten des 
ersten Gels wurde das Wasser entfernt, das Sammelgel angemischt, der restliche 
Zwischenraum zwischen den Glasplatten damit aufgefüllt und ein 1,5mm starker Kamm mit 
15 Taschen zwischen die Glasplatten geschoben. Anschließend wurde auch hier gewartet, 
bis das Gel fest war, bevor der Kamm wieder entfernt und das fertige Gel in die Gelkammer 
(BioRAD) versetzt wurde. Nun wurde die Kammer bis zur Markierung mit SDS-Laufpuffer 
gefüllt. Die eluierten Proteinfraktionen wurden wie folgt für die Gelbeladung vorbereitet: Von 
den 500µl-Fraktionen wurden je 20µl in neue 1,5ml Reaktionsgefäße überführt und je 5µl 
Dithiothreitol(DTT)-haltiger Proteinprobenpuffer(5x) dazu gegeben. Danach wurde alles bei 
95°C 10min lang erhitzt, um die Proteine zu denaturieren, danach kurz zentrifugiert und auf 
Eis gestellt. Das Gel wurde nun mit den zehn Proteinfraktionen und 3µl PageRulerTM Plus 
Prestained Protein Ladder (Fermentas) als Proteinstandard beladen. Die Gelkammer wurde 
zunächst an eine 80V-Stromversorgung angeschlossen, bis sich die Proben auf einer 
geraden Linie gesammelt hatten, danach wurde das Gel bis zum Ende mit 120V laufen 
gelassen, insgesamt etwa 60min, bis die Auftrennung der Proteine anhand des Markers zu 
erkennen war. 
Das fertige Gel wurde aus seiner Halterung entfernt und kurz in destilliertem Wasser 
gewaschen. Anschließend wurde es in einer flachen Schale mit Coomassie-Lösung etwa 1h 
lang auf dem Schütteltisch gefärbt. Darauf folgte die Entfärbung, in dem alle 2h neue 
Entfärbelösung auf das Gel gegeben wurde, insgesamt 3-5mal, bis das Gel außerhalb der 
Banden wieder durchsichtig war. Nun wurde es 30min in eine Trocknerlösung gelegt und 
anschließend in Cellophanpapieren in einem Geltrocknungsrahmen konserviert. 




 SDS-Laufpuffer: 0,5% SDS (w/v), 125mM Tris-HCl, 960mM Glycerin 
 
 Proteinprobenpuffer(5x): 225mM Tris, 0,1M DTT, 10% SDS, 50% Glycerin, 0,05% 
  Bromphenolblau in ddH2O; pH=6,8 
 Coomassie-Lösung:  0,55mM Coomassie Brilliant Blue R250, 30% Methanol, 10% 
  Essigsäure 
 Entfärbelösung: 30% Methanol, 10% Essigsäure in ddH2O 
 Trocknerlösung: 10% Glycerin w/v, 20% Techn. Ethanol v/v in ddH2O 
3.2.1.19 Einkonzentrierung 
Für die weitere Behandlung der produzierten Proteine wurden zunächst alle Protein-
fraktionen, in denen eine Bande im Coomassie-Gel nachweisbar war, vereinigt und in eine 
Rahmenmembran (Slight-A-Lyzer®Dialysis Cassette Extra Strength, Thermo Scientific) 
gefüllt. Es folgte eine weitere Dialyse in eiskaltem PBS für 6-16h mit zwei- bis dreimaligem 
PBS-Wechsel. Anschließend wurde die Proteinlösung in einem Zentrifugationsröhrchen mit 
Filter (Amicon®Ultra Centrifugal Filter Units 10.000 MWCO, Milipore) bei 1500xg und 4°C 
einkonzentriert und danach in 1,5ml-Reaktionsgefäße (Eppendorf) umgefüllt. 
3.2.1.20 LPS-Eliminierung und LPS-Test 
Um für die Antikörperproduktion in Ratten möglichst pathogenfreie Proteinlösungen zur 
Verfügung zu haben, wurden eine LPS-Eliminierung und ein anschließender LPS-Test 
durchgeführt. Die LPS-Eliminierung wurde mit Hilfe von TritonX-114 vollzogen, wozu zu-
nächst eine Protein-TritonX-114-Lösung hergestellt wurde, bis TritonX-114 1%ig vorlag. Die 
gesamte Lösung wurde dann 30s bei maximaler Geschwindigkeit gevortext und danach 
15min auf Eis inkubiert, bevor sie wieder für 30s gevortext wurde. Die nun klare Lösung 
wurde für 10-15min in ein 42°C warmes Wasserbad gestellt, bis eine Trübung zu erkennen 
war. Darauf folgte ein Zentrifugationsschritt bei 2000xg und RT für 5min. Nun konnten zwei 
getrennte Phasen ausgemacht werden, wovon die Untere das TritonX-114 mit dem 
gebundenen LPS enthielt und die obere Phase zur weiteren Verwendung vorsichtig 
abgenommen wurde. Zur Überprüfung, ob die LPS-Eliminierung erfolgreich war, oder dieser 
Schritt noch einmal wiederholt werden musste, wurde nach der Konzentrationsbestimmung 
nach Bradford (s. 3.2.3.8) ein LPS-Test mit Hilfe des Limulus Amoebocyte Lysate (LAL) Kits 
von LONZA durchgeführt. Dazu wurden 5µg der jeweiligen Probe in je ein Well einer PCR-
Platte überführt. Die im Kit enthaltene Endotoxinlösung wurde 30s auf dem Vortexer 
gemischt und die Stopp-Reagenz-Lösung (25% Essigsäure) vorbereitet. Anhand einer 




Verdünnungsreihe von 0,1-1EU (Endotoxinunit) wurde eine Standardkurve für den 
Endotoxingehalt erstellt. Nun wurde die mit den Proben beladene PCR-Platte in einen auf 
37°C vorgewärmten BioRAD C1000TMThermalCycler gestellt, zu jeder Probe 50µl 37°C 
warmes LAL-Reagenz gegeben und 10min inkubiert. Danach folgte die Zugabe von je 50µl 
37°C warmes Stopp-Reagenz. Die Ansätze wurden in eine unbeschichtete 96-Well ELISA-
(enzyme-linked-immunosorbassay) Platte (Greiner) gegeben und im SpectraMax 190 ELISA-
Reader (Molecular Devices) bei 406nm ausgewertet. Dabei galten die Proben als LPS-
negativ, deren Extinktionswert kleiner/gleich dem Wert von 0,1 EU war. 
3.2.1.21 Konzentrationsbestimmung nach Bradford 
Zur Konzentrationsbestimmung der transfizierten Proteine wurde ein Bradford-Assay durch-
geführt, um die Proben anschließend nach negativem LPS-Test in 100µg-Aliquots 
aufzuteilen und zur Konservierung bei -80°C einzufrieren. Die Konzentrationsbestimmung 
nach Bradford erlaubt eine quantitative Bestimmung von Proteinen im Bereich µg/ml mit 
hoher Sensitivität. Zur Erstellung der benötigten Eichgerade wurde ein Standardprotein 
genutzt. Für die Konzentrationsmessung der His-tragenden Proteine war dies Bovines 
Serum Albumin (BSA; Roth), im Falle der Ig-Fusionsproteine Intravenöses Immunglobulin 
(IVIg) (freundlicherweise zur Verfügung gestellt von Prof. Nimmerjahn, Lehrstuhl für Genetik, 
Universität Erlangen-Nürnberg), um eine strukturelle Ähnlichkeit zwischen Standard- und 
Probenmolekül zu gewährleisten. Zur Herstellung der Standardlösung wurde das Standard-
protein so mit PBS versetzt, dass für die Extinktionsmessung eine Reihe unterschiedlicher 
Konzentrationen (10-500µg/µl) in 500µl Gesamtvolumen zur Verfügung standen. Dazu 
wurden jeweils 300µl ddH2O und 200µl 5x Bradford-Stammlösung (Coomassie Brilliant Blue 
R250, Bio RAD) gegeben und alles sofort auf einem Vortexer gemischt. Die OD der Proben 
wurde in einer 2ml UV Einmalküvette (Eppendorf) bei einer Wellenlänge von 595nm am Bio-
Photometer (Eppendorf) gemessen. Der Nullwert wurde mit 50µl PBS+350µl ddH2O+100µl 
5x Bradford-Stammlösung eingestellt. Aus den so ermittelten OD-Werten konnte nun die 
Eichgerade erstellt werden. Von den Proteinproben wurden ebenfalls verschiedene 
Verdünnungen in PBS hergestellt, diese ebenfalls mit je 350µl ddH2O und 100µl 5x Bradford-
Stammlösung versetzt, gevortext und die OD gemessen. Mit Hilfe der Eichgerade wurden 
anschließend die jeweiligen Konzentrationen in den unterschiedlichen Verdünnungsstufen 
berechnet und ein Mittelwert derselben als endgültige Proteinkonzentration angenommen. 
3.2.1.22 Western Blot 
Für den Nachweis der His-tragenden Proteine und der HA-tragenden Ig-Fusionsproteine 
wurde zusätzlich zum Coomassie-Gel ein Western Blot durchgeführt, da dieser eine noch 
spezifischere Nachweismethode darstellt. Hierzu wurden je 5µg der Proteinproben mit 5x 




DTT-haltigem Proteinprobenpuffer im Verhältnis 5:1 versetzt, bei 95°C 10min lang gekocht, 
abzentrifugiert und auf Eis gestellt. Die Proben wurden anschließend auf ein Gel 
(SERVAGel™ TG 4-20, Vertical Tris-Glycine Gel 4–20%) aufgetragen, als Marker wurden 
3µl PageRulerTM Plus Prestained Protein Ladder (MBI Fermentas) verwendet und das Gel 
nun ca. 60min bei 80-120V laufen gelassen (vgl. 3.2.3.5). Im nächsten Schritt wurden die 
Proteine auf eine PVDF-Membran (Immobilon-P Transfer Membrane, Millipore) geblottet: Die 
Membran wurde dafür zunächst 5min in Methanol und anschließend 5min in Anodenpuffer II 
inkubiert. Vier Lagen Whatmanpapier wurden in Anodenpuffer I eingeweicht und auf die 
untere Metallplatte des Blotters (TE 77 PWR, GE Healthcare) gelegt, gefolgt von zwei in 
Anodenpuffer II eingeweichten Lagen Whatmanpapier, der PVDF-Membran, dem fertigen 
Gel und zuletzt sechs in Kathodenpuffer eingeweichten Lagen Whatmanpapier. Es wurde 1h 
bei 15V geblottet. Danach wurde die Membran 5min in TBST gewaschen und anschließend 
1h in 5% BSA in TBST bei RT geblockt. Der Primärantikörper wurde in 3% Milchpulver in 
TBST verdünnt und die Membran damit überschichtet. Zum Nachweis der His-tragenden 
Proteine wurde ein Maus-anti-His6 Antikörper (Jackson ImmunoResearch Laboratories Inc.) 
eingesetzt, für die HA-tragenden Ig-Fusionsproteine ein Ratte-anti-HA Antikörper (freundlich-
erweise zur Verfügung gestellt von Dr. Kremmer, Institut für Molekulare Immunologie, 
Helmholtz-Zentrum München) beide in einer Verdünnung von 1:250. Die folgende Inkuba-
tionszeit betrug entweder 2h bei RT oder 12-16h bei 4°C auf dem Schütteltisch. Es folgten 
fünf Waschschritte von je 5min in 3% Milchpulver in TBST, bevor der Peroxidase-markierte 
Sekundärantikörper, verdünnt in 3% Milchpulver in TBST zugegeben und alles mindestens 
1h bei RT inkubiert wurde. Als Sekundärantikörper wurden ein Peroxidase-konjugierter 
Ziege-anti-Maus Antikörper in der Verdünnung 1:10000 und ein Peroxidase-konjugierter 
Ziege-anti-Ratte Antikörper in der Verdünnung 1:2000 (beide Jackson Immuno Research 
Laboratories Inc.) verwendet. Die Membran wurde anschließend wieder wie oben beschrie-
ben gewaschen, mit einer ECL-Lösung (Immobilon Western, Millipore) für 1min inkubiert und 
zügig mit Kosmetiktüchern (KIMWIPE, Kimberly-Clark Corporation, USA) getrocknet. Die 
Darstellung der Proteinbanden erfolgte entweder auf einem Film oder digital in einem 
ImageQuant™ biomolecular imager LAS 4000 (GE Healthcare). Für die Filmentwicklung 
wurde die Membran in eine Filmkassette gelegt, ein Film (Amersham HyperfilmTM ECL, GE 
Healthcare) für 1-3sek darin belichtet und dieser in einer Entwicklermaschiene (Agfa Curit 
60) entwickelt. Für die andere Möglichkeit wurde die Membran im Biomolecular Imager 
platziert und mit Hilfe der Image QuantTM LAS 4000 Software (Version 1.21) ausgewertet. 
 Anodenpuffer I:  0,3M Tris (pH=10,4), 100ml 10% Methanol ad 1l ddH2O 
 Anodenpuffer II: 25mM Tris (pH=10,4), 100ml 10% Methanol ad 1l ddH2O 
 Kathodenpuffer: 25mM Tris (pH=9,4), 3g Glycin, 100ml 10% Methanol ad 1l ddH2O 




 TBST: 20ml 5M NaCl, 10ml 1M Tris-HCl (pH=7,5), 1ml Tween 20 (0,1%) ad 1l ddH2O 
3.2.2 Kultivierung von Zellen 
3.2.2.1 Kultivierung von HEK293T-Zellen 
Alle Arbeiten in der Zellkultur fanden unter Sterilwerkbänken von Heraeus (Herasafe, KS18, 
Hanau) und Scanlab (Mars Safety Class2) statt. Die HEK293T-Zellen wurden in 25cm2 bzw. 
75cm2 großen Zellkulturflaschen oder –schalen im CO2-Inkubator bei 37°C, 5% CO2 und 
95% relativer Luftfeuchtigkeit kultiviert. Nachdem sie eine Dichte von 80-90% erreicht hatten, 
wurden sie mit PBS gewaschen und ca. 1-2min trypsinisiert (0,25%Trypsin/EDTA), bis sich 
die Zellen vom Untergrund ablösten. Daraufhin wurde durch Zugabe von etwa 7ml hand-
warmem DMEM-Standardmedium die Trypsinisierung gestoppt und die Zellen bei 800xg und 
4°C 8min zentrifugiert. Das entstandene Zellpellet wurde in DMEM-Standardmedium 
resuspendiert und die Zellen mit einer Dichte von mindestens 1x104 Zellen/cm2 in je 30ml 
DMEM-Standardmedium ausgesät (entspricht einer Verdünnung von ca. 1:8-1:10). 
 PBS: 137mM NaCl, 10mM Na2PO4, 1,76mM KH2PO4, 2,7 mM KCl in ddH2O 
 DMEM-Standardmedium: DMEM-Medium (500ml), 5% fötalem Kälberserum (FCS),  
  5ml L-Glutamin (200mM), 5ml Pen/Strep (10.000U/ml Penicillin und 
  10mg/ml Streptomycin), 5ml Natriumpyruvat (100mM) 
3.2.2.2 Berechnung der Zellzahl 
Um die Zellzahl zu ermitteln und den Anteil toter Zellen einschätzen zu können, wurde der 
Trypanblau-Test durchgeführt und die Zellen in einer Zählkammer nach NEUBAUER gezählt. 
Für den Trypanblau-Test wurden 10µl der in Medium suspendierten Zellen im Verhältnis 1:10 
bis 1:100 mit Trypanblaulösung versetzt. Hierbei färbten sich tote Zellen durch das Ein-
dringen des Farbstoffs dunkelblau an, während lebende Zellen farblos blieben. Die Zähl-
kammer wurde mit dieser Zellsuspension gefüllt, alle vier Großquadrate ausgezählt und die 
Zellzahl nach folgender Formel berechnet: 
 
(Kammerfaktor: 104; Verdünnungsfaktor: 10 bis 100) 
 Trypanblaulösung:  100ml ddH2O, 9g NaCl, 0,5g Trypanblaupulver 
Anzahl ausgezählter Zellen
Ausgezählte Quadrate
x Verdünnungsfaktor x Kammerfaktor = Zellzahl/ml




3.2.2.3 Kryokonservierung und Auftauen von Zellen 
Zur Konservierung wurden Zellen eingefroren und bei -80°C gelagert. Dazu wurden diese 
nach einer Zentrifugation (800xg, 5min, 4°C) in Einfriermedium (FCS+10% Dimethylsulfoxid 
(DMSO)) resuspendiert und in 2ml-Kryovials überführt. Für einen schonenden Gefrier-
prozess wurden die Kryovials in Mr. Frosty Einfriergefäße (NUNC) verbracht, wodurch die 
Zellen schrittweise um 1°C pro Minute bis auf -80°C abgekühlt wurden. Für eine erneute 
Kultivierung wurden die 2ml-Kryovials ohne Verzögerung im Wasserbad bei 37°C aufgetaut 
und die Zellsuspensionen anschließend sofort mit Medium verdünnt. Mittels Zentrifugation 
(800xg, 5min, 4°C) wurde das im Einfriermedium enthaltene zelltoxische DMSO von den 
Zellen getrennt, das Zellpellet in frischem Medium resuspendiert und ausgesät. 
3.2.2.4 Anreicherung von CD34+ Zellen aus Nabelschnurblut 
Um die im Nabelschnurblut vorhandenen CD34+ Zellen zu isolieren, wurde das frische 
Nabelschnurblut zunächst im Verhältnis 1:1 mit MACS-Puffer (PBS mit 2% FCS) verdünnt 
und eine Zelltrennung durch Dichtezentrifugation durchgeführt. Dazu wurde in 50ml-
Röhrchen je 12,5ml Trennlösung (Pancoll human, Dichte 1,077g/ml, Pan Biotech GmbH) 
vorgelegt und diese anschließend mit je 12,5ml des Blut-Puffer-Gemischs vorsichtig 
überschichtet. Die Röhrchen wurden nun 30min bei 931xg und RT ohne Bremskraftwirkung 
zentrifugiert. Nach Erreichen des Sedimentationsgleichgewichts waren die unterschiedlichen 
Zellfraktionen gemäß ihrer Dichte aufgetrennt: In der Obersten, der so genannten Plasma-
phase befanden sich neben dem Blutplasma vorwiegend Thrombozyten, darauf folgte die 
Interphase mit den mononukleären Zellen des Blutes, während sich ganz unten im Röhrchen 
vor allem Erythrozyten und polymorphkernige Granulozyten anreicherten. Die weißliche 
Interphase wurde mit einer Pipette abgenommen, in ein neues 50ml-Röhrchen überführt und 
gewaschen, indem es im Verhältnis 1:5 mit MACS-Puffer verdünnt und erneut bei 931xg und 
RT 20min lang zentrifugiert wurde. Der Überstand wurde verworfen, die Zellpellets in je 1ml 
MACS-Puffer resuspendiert und in einem einzigen Röhrchen (pro Spender) gesammelt. Das 
Volumen wurde auf insgesamt 10ml mit MACS-Puffer aufgefüllt und anschließend die 
Zellzahl mit Hilfe einer Zählkammer nach NEUBAUER bestimmt (3.2.2.2). 30-50µl der 
Suspension wurden eingefroren (3.2.2.3); für die spätere Auswertung der Effektivität der 
CD34-Anreicherung wurde mit Hilfe dieser Zellportion der Gehalt an CD34+ Zellen vor der 
Aufreinigung bestimmt. Die restliche Suspension wurde erneut 10min bei 596xg und 4°C 
zentrifugiert, der Überstand verworfen und das Zellpellet in 150µl MACS-Puffer pro 108 
Zellen aufgenommen. Die eigentliche Anreicherung der CD34+ Zellen erfolgte nun mit dem 
„CD34 MicroBead Kit human“ der Firma Miltenyi Biotec: Es wurden zunächst 50µl pro 108 
Zellen an „FcR Blocking Reagent“ zugegeben, mit der Zellsuspension gemischt und 5min bei 
4°C inkubiert. Danach wurden ebenfalls 50µl pro 108 Zellen an „CD34 MicroBeads“ 




hinzugefügt und 30min bei 4°C inkubiert. Durch die vorherige Blockierung der Fc-Rezeptoren 
wurde gewährleistet, dass die CD34-Antikörper nicht unspezifisch binden und somit keine 
unerwünschten Zellen angereichert werden. Nach der Inkubation wurde die Zellsuspension 
mit MACS-Puffer auf 15ml aufgefüllt, um die Antikörperkonzentration zu verdünnen und alles 
10min bei 596xg und 4°C zentrifugiert. Während dessen wurden die MACS-Säulen des Typs 
LS (Miltenyi Biotec) in den zugehörigen Magneten gehängt und mit je 3ml MACS-Puffer 
equilibriert. Das zentrifugierte Zellpellet wurde in 500µl MACS-Puffer pro 108 Zellen 
aufgenommen und durch einen Filter mit einer Porengröße von 100µm auf die equilibrierte 
Säule gegeben. Der Filter wurde mit 500µl MACS-Puffer gespült und jede Säule 
anschließend mit 3x3ml MACS-Puffer gewaschen. Nun wurden die Säulen aus der Magnet-
halterung gelöst und möglichst weit von dieser entfernt auf ein 15ml-Röhrchen gestellt. Um 
die CD34+ Zellen aus den Säulen zu eluieren wurden 5ml MACS-Puffer auf jede Säule ge-
geben und so zügig wie möglich mit dem dazugehörigen Stempel durch die Säulen gedrückt. 
Die vorher durch die magnetische Anziehungskraft in den Säulen gebundenen Zellen 
konnten dadurch in dem Röhrchen aufgefangen werden. Um eine noch spezifischere Aufrei-
nigung zu erzielen wurde nun der gleiche Prozess noch einmal mit MACS-Säulchen des 
Typs MS (Miltenyi Biotec) wiederholt. Diese Säulchen wurden in der passenden Magnet-
halterung mit 500µl MACS-Puffer equilibriert, mit den 5ml Zellsuspension aus dem Röhrchen 
beladen und 3x mit je 500µl MACS-Puffer gewaschen. Die Elution erfolgte wiederum 
möglichst weit entfernt von der Magnethalterung mit 1ml MACS-Puffer in ein 15ml Röhrchen. 
Nun wurde erneut die Zellzahl bestimmt (3.2.2.2) und 5x103 Zellen eingefroren (3.2.2.3). 
Diese Probe diente in den späteren FACS-Analysen dazu, den Gehalt an CD34+ Zellen nach 
der Anreicherung zu bestimmen. Die restlichen Zellen wurden in 24-Well Zellkulturplatten 
eingesät und kultiviert (3.2.2.6). 
3.2.2.5 Herstellung von Einzelzellsuspensionen aus frischem Thymusgewebe 
Um aus Thymusgewebe CD34+ Zellen isolieren und kultivieren zu können, musste zunächst 
der zusammenhängende Gewebeverband aufgelöst werden. Dazu wurden die während 
Herzoperationen frisch entnommenen Thymi in Sterilwerkbänken mittels Skalpell und 
Pinzette zerkleinert und in mit je 5ml MACS-Puffer (PBS+2%FCS) gefüllte gentleMACSTM C 
Tubes (Miltenyi Biotech) verbracht (maximal 4g Gewebe pro Röhrchen). Pro Röhrchen 
wurden weiterhin 0,5ml Kollagenase (400U/ml) und 300µl DNase1 für eine Endkonzentration 
von 60µg/ml zugegeben. Nun wurden die Röhrchen in einem gentleMACS Dissociator 
(Miltenyi Biotech) mit dem Programm „m_liver_01.01“ behandelt und anschließend für 45min 
bei 37°C inkubiert. Um die Reaktion der Enzyme Kollagenase und DNase zu stoppen, 
wurden danach 100µl EDTA (0,5M) pro Röhrchen zugegeben und alles nochmal für 5min bei 
37°C inkubiert, bevor eine erneute Behandlung im gentleMACS Dissociator mit dem 




Programm „m_liver_02.01“ folgte. Anschließend wurden alle Proben durch ein vorher mit 
MACS-Puffer befeuchtetes Sieb der Porengröße 100µm gefiltert, in einem 50ml-Röhrchen 
aufgefangen und im Verhältnis 1:5 mit MACS-Puffer verdünnt. Es folgte ein Zentri-
fugationsschritt von 10min bei 189xg und 4°C. Der Überstand wurde verworfen, das Pellet in 
20ml MACS-Puffer resuspendiert und mit 1ml DNase (Endkonzentration 50µg/ml) für 15min 
bei 37°C inkubiert. Nach Zugabe von 30ml MACS-Puffer wurden die Proben erneut durch ein 
vorher angefeuchtetes 100µm-Sieb gefiltert und das Filtrat für 10min bei 189xg und 4°C 
zentrifugiert. Das Pellet wurde nun in 40ml handwarmem RPMI1640-Medium (Life techno-
logies) resuspendiert, bevor eine Zellauftrennung mittels Dichtezentrifugation (vgl. 3.2.2.4) 
erfolgte. Dafür wurden in 50ml-Röhrchen je 14ml Trennlösung (Pancoll human, Dichte 
1,077g/ml, Pan Biotech GmbH) vorgelegt und mit je 20ml Zellsuspension vorsichtig über-
schichtet. Nach der Zentrifugation (35min, 524xg) konnte die weißliche Interphase mit den 
darin enthaltenen mononukleären Zellen abgenommen und in ein neues 50ml-Röhrchen 
überführt werden. Dieses wurde erneut mit MACS-Puffer aufgefüllt und nochmals für 10min 
bei 189xg zentrifugiert. Das nun entstandene Pellet wurde in 50ml MACS-Puffer gelöst und 
die Zellen in einer Zählkammer nach NEUBAUER gezählt (3.2.2.2). 10-15x108 Zellen wurden 
für die Anreicherung von CD34+ Zellen eingesetzt (3.2.2.6). Die restlichen Thymuszellen 
wurden bei 300xg und 4°C 10min lang zentrifugiert, anschließend in Einfriermedium 
(FCS+10%DMSO) resuspendiert und tiefgefroren (3.2.2.3), um sie für weitere Analysen zu 
archivieren. 
3.2.2.6 Anreicherung von CD34+ Zellen aus Thymusgewebe 
Zur Anreicherung von CD34+ Zellen aus Thymusgewebe wurden entweder bei -80°C 
gelagerte Einzelzellsuspensionen ohne Verzögerung aufgetaut (vgl. 3.2.2.3), oder frisch 
hergestellte Einzelzellsuspensionen verwendet. Diese wurden in ein 15ml-Röhrchen mit 
MACS-Puffer überführt und bei 233xg 5min zentrifugiert. Der Überstand wurde verworfen 
und das Zellpellet in 10ml MACS-Puffer resuspendiert. Im Falle der vorher tiefgefrorenen 
Zellsuspensionen wurden diese anschließend über einen Filter mit einer Porengröße von 
100µm in ein neues Röhrchen überführt. Nach erneutem Zentrifugieren, Resuspendieren 
und Absieben zur Eliminierungen koagulierten Zellmaterials folgte ein letzter Zentrifugations-
schritt, bevor die Zellzahl bestimmt (3.2.2.2) und die Zellen anschließend in 150µl MACS-
Puffer pro 108 Zellen aufgenommen wurden. Die weiteren Schritte der Aufreinigung wurden 
genauso durchgeführt wie beim Nabelschnurblut. 
3.2.2.7 Kultivierung von CD34+ Zellen 
Für die Kultivierung und Reifung der angereicherten CD34+ Zellen wurden folgende Proto-
kolle angewendet: 




Protokoll 1:  X-VIVO15-Medium, humanes Serum (5%), 2-β-Mercaptoethanol (50µM), L-
Glutamin (1%), hGM-CSF (50ng/ml), hTNF-α (10ng/ml), hFlt3L (100ng/ml); 
Inkubationszeit 8-10 Tage. 
Protokoll 2:  RPMI1640-Medium, FCS (10%), L-Glutamin (2mM), Gentamizin (100µg/ml), 
hGM-CSF 100ng/ml), hTNF-α (2,5ng/ml), hSCF (25ng/ml); Inkubationszeit 12 
Tage. 
Protokoll 1a:  X-VIVO15-Medium, humanes Serum (5%), 2-β-Mercaptoethanol (50µM), L-
Glutamin (1%), hGM-CSF (50ng/ml), hTNF-α (10ng/ml), hFlt3L (100ng/ml), 
hSCF (25ng/ml); Inkubationszeit 8-10 Tage. 
Protokoll 1b: X-VIVO15-Medium, humanes Serum (5%), 2-β-Mercaptoethanol (50µM), L-
Glutamin (1%), hIL-3 (10ng/ml), hTNF-α (2,5ng/ml), hFlt3L (100ng/ml), hSCF 
(25ng/ml); Inkubationszeit 8-10 Tage. 
Protokoll 1c: X-VIVO15-Medium, humanes Serum (5%), 2-β-Mercaptoethanol (50µM), L-
Glutamin (1%), hIL-3 (10ng/ml), hTNF-α (2,5ng/ml), hFlt3L (100ng/ml), hSCF 
(25ng/ml), TGF-β1 (0,5ng/ml); Inkubationszeit 10 Tage. 
Protokoll 3:  X-VIVO15-Medium, humanes Serum (5%), 2-β-Mercaptoethanol (50µM), L-
Glutamin (1%), Pen/Strep (10.000U/ml Penicillin und 10mg/ml Streptomycin), 
hIL-3 (10ng/ml), hTNF-α (10ng/ml), hFlt3L (100ng/ml), hSCF (25ng/ml); 
Inkubationszeit 10 Tage. 
Die Zellen wurden in Zellkulturplatten bei 37°C, 5% CO2 und 95% relativer Luftfeuchtigkeit 
inkubiert und anschließend mit Hilfe von durchflusszytometrischen Analysen untersucht. Bei 
einem Teil der Zellen erfolgte 24h vor der Analyse eine Aktivierung mit 1µg/ml LPS (Sigma-
Aldrich, Lipopolysaccharides from Escherichia coli 0111:B4). 
3.2.2.8 Zytospin und Blutausstrichfärbung 
Um CD34+ Zellen und die daraus generierten DCs bildlich darzustellen, wurden Zytospins 
durchgeführt und die so auf Objektträger gebrachten Zellen anschließend mit einer Blutaus-
strichfärbung angefärbt. Für den Zytospin wurden 1x105 Zellen aus den Zellkulturplatten 
entnommen, bei 1503xg 5min bei RT zentrifugiert und in 100µl PBS+2%HS resuspendiert. 
Die Zytospinzentrifuge wurde vorbereitet, indem Objektträger, Whatmanpapier und Trichter 
in die entsprechende Halterung eingebaut wurden. Das Loch im Whatmanpapier wurde 
dabei genau auf Höhe des Trichterausgangs positioniert, um die Zellen später so auf den 
Objektträger zu leiten. Im nächsten Schritt wurden die Trichter mit je 100µl PBS+2%HS 
beschickt und bei 1200xg 1min zentrifugiert, um Whatmanpapier und Objektträger zu 
befeuchten. Anschließend wurden die Trichter mit je 50µl der Zellsuspension beladen und 




alles für 3min bei 600xg zentrifugiert. Nun mussten die Objektträger für 12h trocknen und 
wurden danach mit dem Hemacolor®-Kit der Firma Merck gefärbt. Dabei wurden die 
Objektträger 5x langsam in die Fixierlösung getaucht, anschließend 3x in die rote Färbe-
lösung, 6x in die blaue Färbelösung und zweimal je 10x in frischen Waschpuffer. Nach einer 
Trocknungszeit von mindestens 6h konnten die Zellen mit einem AxioVert 200M Licht-
mikroskop (Zeiss) bei 10-100facher Vergrößerung betrachtet, mit einer AxioCam ICc1-
Kamera (Zeiss) aufgenommen und mit Hilfe der Software AxioVision (Zeiss) ausgewertet 
werden. Das Färberesultat war dabei vergleichbar mit einer Giemsafärbung. 
3.2.3 Immunfluoreszenz 
3.2.3.1 Antikörper-Markierung 
Antikörper, die unkonjugiert vorlagen, wurden mit Hilfe des Monoclonal Antibody Labeling 
Kits Alexa Fluor 488 bzw. Alexa Fluor 647 der Firma Invitrogen gemäß den Hersteller-
angaben mit einem Fluorochrom-Konjugat versehen. 
3.2.3.2 Herstellung von Präparaten humanen Gewebes für die Immunfluoreszenz 
Die histologische Untersuchung von Thymus, Milz und Tonsillen wurde an Kryoschnitten 
durchgeführt. Dazu wurden Gewebestücke der frisch entnommenen Organe unter Steril-
werkbänken von Heraeus (Herasafe, KS18, Hanau) und Scanlab (Mars Safety Class2) mit 
einem Skalpell auf eine Größe von ca. 8x8x5mm geschnitten. Anschließend wurden sie in 
PBS geschwenkt und mit Kosmetiktüchern (KIMWIPE, Kimberly-Clark Corporation, USA) 
getrocknet, bevor sie in O.C.T. TissueTek (Sakura Finetechnical Co, Tokyo, Japan) und 
15x15x5mm großen Cryomold Intermediate Kassetten (Sakura Finetechnical Co, Tokyo, 
Japan) luftblasenfrei eingebettet wurden. Die Proben wurden für 20min auf Trockeneis 
eingefroren und bei -80ºC gelagert. An einem Kryotom (JUNGCM 3000,Leica, Bensheim) 
wurden 10µm dicke serielle Schnitte der tiefgefrorenen Organproben angefertigt, diese auf 
Objektträger (Superfrost®Plus, Thermo Scientific, Waltham, USA) aufgebracht und anschlie-
ßend 2,5min in Aceton bei RT in Färbetrog-Glasschälchen (Roth) fixiert. Die Präparate 
wurden 12h im Dunkeln luftgetrocknet und anschließend sofort gefärbt oder bis zur weiteren 
Verwendung bei -20°C eingefroren. 
3.2.3.3 Immunfluoreszenzfärbung von humanen Geweben 
Die fixierten Präparate auf den Objektträgern wurden zu Beginn des Färbeprozesses 
rehydriert, indem sie zweimal je 5min in PBS gewaschen und die Objektträger anschließend 
mit Kosmetiktüchern (KIMWIPE, Kimberly-Clark Corporation, USA) vorsichtig getrocknet 
wurden, ohne den Organschnitt zu beschädigen. Anschließend wurde mit einem Fettstift 




(locker marker, Daido Sangyo, Japan) ein Kreis um jedes Präparat gezogen, um später das 
Verlaufen der Flüssigkeit und somit einen Verlust bzw. eine Kontamination mit der 
Antikörperlösung des benachbarten Gewebeschnittes zu verhindern. Es folgte ein kurzer 
Waschschritt in PBS, mit anschließender Trocknung des Objektträgers mittels Kosmetik-
tüchern. Nun folgte die Absättigung gewebeeigener Biotin-Bindungsstellen mittels Strept-
avidin- und Biotinreagenzien, um eine spätere unspezifische Bindung biotinylierter Antikörper 
zu verhindern. Hierzu wurden zunächst 50µl Streptavidinlösung auf jeden Organschnitt 
gegeben. Bei manchen Färbungen war als zusätzlicher Block Ziegen- und Kaninchenserum 
jeweils im Verhältnis 1:50 in der Streptavidinlösung enthalten. Es folgte eine Inkubation bei 
RT von 15min auf dem Schwenkschüttler bei 50rpm, anschließend wurde die Streptavidin-
lösung seitlich abgekippt und die Objektträger 2min in PBS gewaschen. Danach wurden auf 
jeden Organschnitt 50µl Biotinlösung gegeben und die Präparate wieder 15min bei RT auf 
dem Schwenkschüttler bei 50rpm inkubiert. Die Biotinlösung wurde ebenfalls seitlich 
abgekippt, worauf wieder ein Waschschritt von 2min in PBS folgte. Nun konnte der Primär-
antikörper auf die Präparate gegeben werden. Hierzu wurde die Antikörpermenge je nach 
benötigter Verdünnung berechnet, in Antikörper Puffer gelöst und jedes Präparat mit 50µl 
überschichtet. Die Objektträger wurden danach in eine dunkle feuchte Kammer verbracht, 
um sie vor Licht und Austrocknung zu schützen und für mindestens 30min bei RT auf dem 
Schwenkschüttler bei 50rpm inkubiert. Anschließend wurden die Reste der Lösung wieder 
seitlich abgekippt, die Objektträger dreimal je 3min in PBS gewaschen und mit Kosmetik-
tüchern getrocknet. Mit den Sekundär- und Tertiärantikörpern wurde anschließend auf die 
gleiche Weise verfahren. Auf jeden Organschnitt wurde am Ende je 1 Tropfen 37°C warmes 
Mowiol gegeben und vorsichtig ein Deckgläschen darüber gelegt. Nach einer Trocknungszeit 
von 12h in Dunkelheit konnten die Gewebeschnitte am nächsten Tag am konfokalen 
Fluoreszenzmikroskop (ZEISS LSM 700, Institut für Mikrobiologie und Hygiene, Universitäts-
klinikum Erlangen) analysiert werden. 
 Humanes Serum-Puffer: 5% HS (LONZA) in PBS 
 Antikörper Puffer: 10% BSA (Roth), 1% FCS lowIgG (Invitrogen) in PBS 
 Streptavidinlösung: 4 Tropfen Streptavidinreagenz (AbD Serotec, Düsseldorf) in 1ml 
  humanem Serum-Puffer 
 Biotinlösung: 4 Tropfen Bitotinreagenz (AbD Serotec, Düsseldorf) in 1ml 
  humanem Serum-Puffer 
 Mowiol: 6ml ddH2O, 6g Glycerin, 2,4g MOWIOL® 4-88, 12ml Tris-HCl 
  (pH=8,5), 0,1% 1,4-Diazabicyclo[2.2.2]octan (DABCO) 




3.2.4 Durchflusszytometrische Analysen 
Die durchflusszytometrischen Untersuchungen (FACS-Analysen) wurden an einem FACS 
Canto II Durchflusszytometer der Firma BD Biosciences am Lehrstuhl für Genetik der 
Universität Erlangen durchgeführt. Zur Vorbereitung der Proben wurden die kultivierten 
(3.2.2.7) oder frisch aufgetauten Zellen (3.2.2.3) in FACS-Puffer aufgenommen und in eine 
96-Well-V-Bottom-Platte gebracht (ca. 0,5 – 1x106 Zellen pro Well). Die Platte wurde bei 
524xg und 4°C 5min lang zentrifugiert und der Überstand verworfen. Zusätzlich folgte ein 
Waschschritt mit 50µl FACS-Puffer pro Well. Anschließend wurden pro Well 30µl Blocking 
Reagenz auf die Zellen gegeben, diese resuspendiert und 15min auf Eis inkubiert. In der 
Zwischenzeit wurden die jeweiligen Antikörper in der entsprechenden Verdünnung in FACS-
Puffer vorbereitet, nach dem Abzentrifugieren des Blocking Reagenz pro Well 30µl 
Antikörperlösung auf die Zellen gegeben und alles resuspendiert. Während einer Inkuba-
tionszeit von 15min bei Dunkelheit auf Eis konnten die Antikörper an die Oberflächen-
rezeptoren der Zellen binden. Daraufhin wurden pro Well 50µl FACS-Puffer dazu gegeben, 
um die nicht gebundenen Antikörper abzuwaschen, die Zellkulturplatte wiederum bei 524xg 
und 4°C 5min zentrifugiert und der Überstand abermals verworfen, bevor bei Bedarf die 
Sekundärantikörper auf dieselbe Art und Weise zugegeben wurden. Anschließend wurden 
die Zellen in 15µl FACS-Puffer resuspendiert, um sie bis zum Einlesen am Durchfluss-
zytometer nicht austrocknen zu lassen. Das als Marker für totes Zellmaterial verwendete 
4′,6-Diamidin-2-phenylindol (DAPI), welches an freie DNA bindet, wurde in einer Verdünnung 
von 1:6000 in FACS-Puffer erst direkt vor dem Einlesen zur Zellsuspension gegeben. Die 
Auswertung erfolgte mit der FACSDiva Software von BD Biosciences. 
 FACS-Puffer: 2% humanes Serum in PBS 
 Blocking-Reagenz: Fcγ-RezeptorIIB-Antikörper (human, Klon 2B6, freundlicherweise 






4.1 Darstellung von Zellen mit hämatopoetischem Stammzell-Phänotyp in 
humanen Geweben mittels Immunfluoreszenz 
Hämatopoetische Stammzellen (HSCs) sind die Zellen, aus denen sich die erythroide, 
thrombozytäre, myeloide und lymphoide Vorläuferzellreihen entwickeln. Somit sind sie die 
Stammzellen von allen Zellen des Blutes und des Abwehrsystems, auch der DCs. Sie 
kommen vor allem im Knochenmark vor und in geringerer Zahl in den peripheren Geweben. 
In welcher Anzahl sie dort zu finden und wie sie verteilt sind, wurde an menschlichem 
Gewebe bisher noch kaum untersucht. Dies ist jedoch von entscheidender Bedeutung, wenn 
man die Entwicklungswege und –möglichkeiten der Vorläuferzellen bis hin zu ausgereiften 
und funktionsfähigen Immunzellen verstehen will. Deshalb war es Teil dieser Arbeit, das 
Vorkommen und die Verteilung von Zellen mit hämatopoetischem Stammzell-Phänotyp in 
humanen Geweben mittels Immunfluoreszenz zu ermitteln. Zu Beginn wurden Immun-
fluoreszenzmarker ausgewählt, die für Stammzellen spezifisch waren und damit anschlie-
ßend serielle Schnitte von Gewebematerial von Thymus, Milz und Tonsillen untersucht. 
4.1.1 Immunhistochemische Darstellung von Zellen mit hämatopoetischem Phänotyp 
im humanen Thymus 
Um einen Überblick über die histologische Struktur des Thymus zu erhalten, wurde dieser 
zunächst mit α-CD1b, α-CD3, α-CD11c und α-Zytokeratin-8 (ZK-8) gefärbt (Abb. 9). Kürzlich 
konnte in der Arbeitsgruppe Dudziak gezeigt werden, dass CD1b nicht nur ein Marker 
Antigen-präsentierender DCs ist, sondern auch in der Entwicklung humaner Thymozyten im 
Kortex eine Rolle spielen könnte (Heidkamp und Eissing, Manuskript in Vorbereitung). In den 
dargestellten Immunfluoreszenzaufnahmen konnte die Expression von CD1b auf T-Zellen 
des Kortex bestätigt werden. CD3 wurde sowohl von Zellen im Kortex als auch in der 
Medulla exprimiert, wobei die Zellen in der Medulla kleiner und dadurch dichter erschienen 
als im Kortex. CD11c wurde auf medullären Zellen um das Hasall-Körperchen herum 
gesehen und ZK-8-positive Epithelzellen in Kortex und Medulla, wodurch auch das Hasall-
Körperchen selbst deutlich markiert werden konnte (Abb. 9). Insgesamt bleibt festzuhalten, 
dass die Methode der Immunfluoreszenz erfolgreich für die strukturelle Analyse des Thymus 






Abb. 9 Strukturgebende Färbungen am humanen Thymus 
Zur Darstellung des histologischen Aufbaus des Thymus wurden 10µm dicke serielle Gefrierschnitte mit A) α-
CD1b-PE (1:50), α-ZK-8 (Ratte) (1:20) und α-CD3-A647 (1:50) bzw. B) α-CD1b-PE (1:50), α-CD11c-FITC (1:50) 
und α-CD3-A647 (1:50) für 30min bei RT inkubiert. Signale von CD1b wurden mit einem Ziege-α-PE-Antikörper 
(1:400) und α-Ziege-Dy549 (1:200) für 30min bei RT amplifiziert, Signale von ZK-8 mit α-Ratte-FITC (1:200) 
sowie α-FITC-A488 (1:200) verstärkt. Die dargestellten Immunfluoreszenzen wurden alle am selben Spender 
durchgeführt. Insgesamt wurden drei Spender untersucht und die Aufnahmen mit einem 63fachen Objektiv 
vergrößert. Der Maßstabsbalken entspricht einer Länge von 200µm. 
Mittels Literaturrecherche wurden die normalerweise in der Durchflusszytometrie verwen-
deten Marker CD10, CD34, CD38, CD45RA, CD90, CD117, CD123 und CD133 als 
charakteristische Marker für die Definition humaner Stammzellen des Knochenmarks und 
des Bluts ausgewählt (BONETTI et al. 2011; GIBBS et al. 2011; SEITA und WEISSMAN 
2010; ZOLA et al. 2007; DE COPPI et al. 2007). Um zu klären, ob sich diese Marker 
ebenfalls für die Charakterisierung humaner Stammzellen in lymphatischen Organen eignen, 
sollten diese Marker in der Immunfluoreszenz im humanen Thymus untersucht werden. 
Dabei sollten in einem ersten Ansatz jeweils zwei strukturgebende Marker mit einem 










Abb. 10 Färbungen mit Stammzellmarkern am humanen Thymus 
10µm dicke serielle Gefrierschnitte wurden mit A) α-CD34-PE (1:50), B) α-CD38-FITC (1:50), C) α-CD45RA-FITC 
(1:50), D) α-CD90-FITC (1:50), E) α-CD117-bio (1:50), F) αCD123-bio (1:50), G) α-CD133-PE (1:50) oder α-
CD10-FITC (1:50) und zusätzlich mit α-ZK-8 (Ratte) (1:20) und α-CD3-A647 (1:50) für 30min bei RT inkubiert. 
PE-Signale wurden mit einem Ziege-α-PE-Antikörper (1:400) sowie α-Ziege-Dy549 (1:200) für 30min bei RT 
amplifiziert, Signale von ZK-8 mit α-Ratte-FITC (1:200) oder α-Ratte-bio (1:200) und zusätzlich mit entweder α-
FITC-A488 (1:200) oder SA-Cy3 (1:400) verstärkt. Die dargestellten Immunfluoreszenzen wurden alle am selben 
Spender durchgeführt, wobei insgesamt sechs Spender untersucht wiurden. Die Aufnahmen wurden mit einem 
63fachen Objektiv vergrößert. Der Maßstabsbalken entspricht einer Länge von 200µm. 
Dabei zeigte sich, dass sich durch die Anwesenheit der strukturgebenden Marker ZK-8 und 
CD3 die Verteilungsmuster der Stammzellmarker weiterhin bestimmten Regionen zuordnen 
lassen. Für CD34, was in der Literatur mit am häufigsten als Marker für HSCs beschrieben 
wird, lassen sich längliche Anhäufungen vor allem im Kortex, vereinzelt auch in der Medulla 
des Thymusgewebes erkennen, wobei die Signalstärke zum Rande dieser Anhäufungen hin 
abnimmt. Möglicherweise lässt dies auf eine geringer werdende Expression von CD34 in 
Richtung Peripherie und somit auf eine Reifung (durch Herunterregulierung von CD34) der 
Zellen schließen. Zusätzlich wurden die Bindegewebssepten zwischen den Thymus-





Da bei den durchgeführten Untersuchungen je drei Thymi, die jünger als 100 Tage und drei 
Thymi, die älter als 100 Tage waren, untersucht wurden, fiel außerdem auf, dass die älteren 
Thymi wesentlich weniger CD34 exprimierten als die jüngeren Thymi (Daten nicht gezeigt). 
CD38 wird auf nahezu allen Thymuszellen, aber wesentlich stärker auf den Zellen des 
Kortex exprimiert. Auch hier sind, wenn auch in schwächerer Ausprägung, die länglichen 
Strukturen wie bei der Färbung mit α-CD34 nachzuvollziehen (Abb. 10B). α-CD45RA färbt 
einzelne Zellen in Kortex und Medulla an, wobei dieser Marker besonders deutlich von Zellen 
der subkapsulären Zone exprimiert wird (Abb. 10C). CD90 ist ebenfalls auf den 
subkapsulären Zellen lokalisiert und zusätzlich im subkortikalen Bereich vorhanden (Abb. 
10D). Letzteres entspricht der Lokalisation von Blutgefäßen wie den hohen endothelialen 
Venolen (HEV), die das Thymusgewebe versorgen und gleichzeitig eine Ein- und 
Austrittspforte für Lymphozyten darstellen. Wird CD90 vom Endothel der HEV exprimiert, so 
befinden sich diese in einem aktivierten Zustand (ZOLA et al. 2007). Im Gegensatz dazu 
konnte CD117 nur auf maximal einer Zelle pro Gewebeschnitt detektiert werden (Abb. 10E). 
CD123 konnte vor allem im Thymusmark auf mehreren Zellinseln und vereinzelt auch in der 
Rinde nachgewiesen werden (Abb. 10F). CD133 hingegen war auf allen epitheloiden Zellen 
des Kortex und auch in den Hasallkörperchen zu finden, was über eine Doppelfärbung mit 
ZK-8 zu erkennen ist (Abb. 10G). CD10 ist auf einzelnen Zellen sowohl im Kortex als auch in 
der Medulla zu finden, wobei eine Häufung CD10-positiver Zellen im subkapsulären Bereich 
auffällig ist (Abb. 10H, Pfeil). Zusammenfassend kann festgehalten werden, dass sich CD10, 
CD34, CD38, CD45RA, CD90 und CD123 eignen, um das Vorkommen humaner Stammzell-
populationen in Gewebeschnitten des humanen Thymus mittels Immunfluoreszenzauf-
nahmen zu untersuchen. Ihre unterschiedliche Lokalisation innerhalb des Thymusgewebes 
erlaubt detailliertere Untersuchungen im Hinblick auf unterschiedliche Subpopulationen 
humaner Stammzellen. 
Für diese Untersuchung der potentiellen Gewebestammzellen sollten mehrere Stammzell-
marker in einer Immunfluoreszenzanalyse kombiniert werden. Dazu wurden im nächsten 
Schritt Doppel- und Dreifachfärbungen des Thymusgewebes mit den oben genannten 
Stammzellmarkern durchgeführt (Abb. 11). Dabei stellte sich heraus, dass die in den 
Einfachfärbungen mit α-CD34 und α-CD38 schon bemerkten länglichen Strukturen 
tatsächlich doppelt positiv für beide Marker waren (Abb. 11A). Des Weiteren wurde eine 
CD34+/CD38+/CD45RA+ (Abb. 11B), sowie eine CD34+/CD38+/CD90+ Population (Abb. 11C) 
identifiziert, die sich beide in den unterschiedlichen Schnitten in sehr ähnlichen Lokalisa-
tionen befanden. Aber auch CD34+/CD38+/CD45RA- Zellen waren zu sehen. Zusätzlich 
zeigte sich bei einigen Zellen eine Kofärbung von CD34, CD38 und CD123, bzw. nur von 
CD34 und CD123 ohne ein Signal von CD38 auf diesen Zellen (Abb. 11D). Schließlich 





(Abb. 11E) und sich im Kortex bzw. im Bereich der kortikomedullären Grenze befanden. Aus 
diesen Daten lässt sich schließen, dass im humanen Thymus potentielle Stammzell-
populationen mit unterschiedlicher Expression von Oberflächenmolekülen und somit unter-
schiedlichen Differenzierungsstadien vorkommen. 
 
  
Abb. 11 Untersuchung von Vorläuferzellen im humanen Thymus
Dargestellt sind Immunfluoreszenzaufnahmen des humanen 
poetischer Vorläuferzellen. Die 10µm dicken Gewebeschnitte wurden f
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Abb. 12 Vierfachfärbung hämatopoetischer Vorläuferzellen mit CD34, CD38, CD45RA und CD90 
Die hier dargestellte Immunfluoreszenzaufnahme vom humanen Thymus zeigt zwei unterschiedliche 
Populationen von hämatopoetischen Vorläuferzellen: In der oberen Reihe sind eine CD34+/CD38+/ 
CD45RA+/CD90+ (oben rechts) und in der unteren Zeile CD34+/CD38-/CD45RA-/CD90+ (unten rechts) Zell-
population in vergrößerter Darstellung zu sehen. Der 10µm dicke Gewebeschnitt wurde mit α-CD34-PE (1:50), α-
CD38-A647 (1:50), α-CD45RA-FITC (1:50) und α-CD90-PerCP (1:50) für 30min bei RT inkubiert. Anschließend 
folgte eine Amplifizierung der PE-Signale mit Ziege-α-PE (1:400) und α-Ziege-Dy549 (1:200) und der FITC-
Signale mit α-FITC-A488 (1:200) für 30min bei RT. Im dritten dreißigminütigen Inkubationsschritt wurden die 
Ziege-α-PE-Signale mit α-Ziege-Dy549 (1:200) verstärkt. Für die Detektion am LSM 700 wurden vier Farbkanäle 
ausgewählt. Im linken Bild sind die drei Farbsignale für CD34, CD38 und CD45RA dargestellt. In der mittleren 
Spalte ist ein vergrößerter Ausschnitt mit einer CD34+/CD38+/CD45RA+ Zellpopulation zu sehen (oben), und ein 
vergrößerter Ausschnitt mit einer CD34+/CD38-/CD45RA- Zellpopulation (unten). In der rechten Spalte ist jeweils 
der gleiche Ausschnitt dargestellt, nur dass hier das Farbsignal von CD45RA aus- und das von CD90 
eingeblendet ist. Kolokalisationen von CD34 (rot) und CD90 (grün) erscheinen gelb, Kolokalisationen aller drei 
jeweils dargestellten Marker erscheinen weiß. Das Experiment wurde viermal wiederholt. 
Diese Färbung wurde an drei verschiedenen Spendern durchgeführt und jeweils beide 
Populationen gezählt. Als Mittelwert ergaben sich dabei 4,3 CD34+/CD38+/CD45RA+/CD90+ 
Zellen und 12,7 CD34+/CD38-/CD45RA-/CD90+ Zellen auf je 900µm2 (Daten nicht gezeigt). 
Somit konnten dem „HSC-Kompartiment“ (GIBBS et al. 2011) ähnliche Zellen, also Zellen die 
vermutlich sowohl zur Selbstreplikation als auch zur Differenzierung befähigt sind, in 
Gewebeschnitten von humanem Thymus nachgewiesen werden. 
Schließlich wurden am Thymusgewebe noch Aufnahmen mit Isotyp-Kontrollantikörpern 
durchgeführt, um falsch positive Signale der Stammzellmarker auszuschließen (Abb. 13). Für 
CD34 (Abb. 13A, B) und CD133 (Daten nicht gezeigt) wurde dabei ein IgG1-Antikörper mit 
PE-Konjugat verwendet, für CD10, CD38, CD45RA (Daten nicht gezeigt) und CD90 (Abb. 
13C, D) ein IgG1-Antikörper mit FITC-Konjugat, für CD117 (Daten nicht gezeigt) und CD123 





Färbungen ein IgG1-Antikörper mit A647-Konjugat (Abb. 13G, H). Die Gewebeschnitte 
wurden mit den murinen Isotyp-Antikörpern inkubiert und ebenso amplifiziert wie die 
Vergleichs-Antikörper. Am konfokalen Lasermikroskop wurden die Aufnahmen dann mit den 
gleichen technischen Einstellungen wie die der eigentlichen Marker gescannt. Bei der 
Auswertung war anschließend festzustellen, dass bei keiner der Kontrollfärbungen ein Signal 
detektiert wurde, weshalb davon ausgegangen werden kann, dass die verwendeten Marker 







Abb. 13 Isotypenkontrollen der Antikörper CD34, CD90, CD123 und CD38 am humanen Thymus 
Dargestellt sind Immunfluoreszenzfärbungen von Stammzell- und Isotyp-Antikörpern. 10µm dicke Ge-
webeschnitte vom humanen Thymus wurden sowohl mit α-CD34-PE (1:50), α-CD90-FITC (1:50), α-CD123bio 
(1:50) oder α-CD38-A647 (1:50), als auch mit den entsprechenden Isotyp-Antikörpern IgG1-PE (1:50), IgG1-FITC 
(1:50), IgG1-bio (1:50) oder IgG1-A647 (1:50) für 30min bei RT inkubiert. Zusätzlich wurden zur Strukturgebung 
α-CD3-A647 (1:50) und α-ZK-8 (Ratte) (1:20) eingesetzt. Letzteres wurde mit α-Ratte-bio (1:200) oder α-Ratte-
FITC (1:200) amplifiziert. PE-Signale wurden mit einem Ziege-α-PE-Antikörper (1:400) und FITC-Signale mit α-
FITC-A488 (1:200) für 30min bei RT verstärkt. Die Ziege-α-PE-Signale wurden mit α-Ziege-Dy549 (1:200) und 
Biotin mit Streptavidin-Cy3 verstärkt. Die dargestellten Immunfluoreszenzen wurden alle am selben Spender 
durchgeführt und wurden für die Aufnahme mit einem 63fachen Objektiv vergrößert. Der Maßstabsbalken 
entspricht einer Länge von 200µm. 
4.1.2 Immunhistochemische Darstellung von Zellen mit hämatopoetischem Phänotyp 
in der humanen Milz 
Um ebenso wie im Thymus zunächst einen Überblick über die verschiedenen immunologisch 
wichtigen Zonen der humanen Milz zu gewinnen, wurden für erste Untersuchungen struktur-
gebende Marker für konfokale Immunfluoreszenzaufnahmen verwendet. Um T-Zellen, 
Monozyten/Makrophagen und B-Zellen darstellen zu können, wurden in Aceton fixierte Milz-
schnitte mit CD3-, CD11b- und CD19- Antikörpern gefärbt (Abb. 14). Mit dem α-CD19-
Antikörper konnten dabei die CD19+ B-Zellen als Follikel der weißen Pulpa detektiert werden, 
mit α-CD3 die T-Zellen in einer breiten Zone um die Follikel herum. Die CD11b+ Monozyten 
und Makrophagen befanden sich in der Marginalzone und roten Pulpa um die B-Zellfollikel. 
Weiterhin wurde auch der Marker BDCA1 verwendet. Wie bereits aus FACS-Analysen 
bekannt war (Heidkamp und Eissing, Manuskript in Vorbereitung), konnte in der 
Immunfluoreszenz bestätigt werden, dass BDCA1 sowohl von B-Zellen, als auch DCs 
exprimiert wird. Somit markiert BDCA1 überwiegend die B-Zellfollikel und die Marginalzone, 
in der sich die BDCA1+ DCs befinden (EISSING 2011; Heidkamp und Eissing, Manuskript in 
Vorbereitung). 
  
Abb. 14 Strukturgebende Färbungen an der humanen Milz
Zur Darstellung der Milzfollikel im humanen Gewebe wurden 10
(1:50), α-CD11b-A488 (1:50) und α-
CD3-bio (1:25) für 30min bei RT inkubiert. PE
Ziege-Cy3 (1:400) für 30min bei RT amplifiziert
für 30min bei RT inkubiert. Die dargestellten Immunfluoreszenzen wurden für die Aufnahme mit einem 63fachen 
Objektiv vergrößert. Der Maßstabsbalken
untersucht. 
Um potentiell vorhandene hämatopoetische
können, wurden die in der Literatur für FACS
verwendeten Oberflächenmarker für hämatopoetische Zellen (CD34, CD38, CD45RA, CD90, 
CD117, CD123, CD133, CD10) in der Immunfluo
ob sich Zellen mit hämatopoetischem Stammzellphänotyp
Markern nachweisen lassen, wurde jeweils ein Stammzellmarker mit zwei strukturgebenden 
Markern kombiniert (Abb. 15). Dabei wurde
detektiert (Abb. 15A). Eine CD38
Marginalzone nachgewiesen 
markiert werden (Abb. 15C), wohinge
T-Zellzone und die Zentralarterie umgab
Zellen bzw. Zellclustern (CD123) 
war wie im Thymus nur auf einer Zelle detektierbar und CD133 lieferte nur ein relativ 
schwaches Signal von Follikelzellen 
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Abb. 15 Färbungen von Stammzellen in der humanen Milz
Färbungen mit Stammzellmarkern an der humanen Milz wurden an 10
durchgeführt. Diese wurden mit A) α
CD90-FITC (1:50), E) α-CD117-bio (1:50), F) 
(1:50) und zusätzlich jeweils α-CD3-
FITC wurden mit α-FITC-A488 (1:200), PE
gekoppelt. Zudem erfolgte eine weitere Verstärkung der PE
(1:200). Insgesamt wurden zwei Spender untersucht und
nommen. Maßstabsbalken: 200µm. 
Im nächsten Schritt wurden unterschiedliche Stammzellmarker miteinander kombiniert
bereits im Thymus beschrieben (s. o.) konnte ebenfalls
Population, wenngleich in einer deutlich geringe
Zusätzlich wurden CD34+/CD45RA
(Abb. 16B-D). Als dreifach positive Population 
unmittelbarer Umgebung der Zentralvene 
im Thymus angewendeten Vierfach
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Abb. 16 Untersuchung mehrfach positiver Vorläuferzellen in der humanen Milz
Dargestellt sind Zellen mit hämatopoetischem Vorläuferprofil 
fluoreszenzmikroskopie. 10µm dicke, in Aceton fixierte Schnitte wurden mit 
(1:50), α-CD38-A647 (1:50), α-CD45RA
oder α-CD123-bio (1:50) für 30min bei RT gefärbt. Als strukturgebende Marker wurden 
α-CD3-A488 (1:50) eingesetzt. Biotinylierte Antikörper wurden anschließend für 30min bei RT mit SA
(1:200) inkubiert und FITC-Signale mit α
und α-Ziege-Cy3 (1:200) amplifiziert. Zu sehen sind Kofärbungen von CD34 und CD38 (A), CD34 und CD90 (B), 
CD34 und CD45RA (C), CD34 und CD123 (D)
sind links die Signale für CD34, CD38 und CD45RA eingeblendet, in der Mitte vergrößert dargestellt und rechts 
das CD45RA-Signal aus- und das CD90
positive Populationen weiß. Die Aufnahmen wurden mit einer 63fachen Vergrößerung angefertigt (linke Spalte, 
der Maßstabsbalken entspricht 200
und rechte Spalte). 
Um die oben dargestellten Färbungen der Vorläuferzellen zu spezifizieren, wurden Isotyp
Färbungen durchgeführt (Abb. 17). 
Antikörper mit PE-Konjugat verwendet (Abb. 17A, B), für CD10, CD38, CD45RA und C
der IgG1-Antikörper mit FITC
IgG1-Antikörper mit Biotin-Konjugat (Abb. 17E, F) und für CD38 in den Mehrfachfärbungen 
der A647-markierte IgG1-Antikörper (Abb. 17G, H). Die Gewebeschnitte wurden mit d
Isotyp-Antikörpern inkubiert und ebenso amplifiziert wie die ursprünglichen Antikörper. Am 
konfokalen Lasermikroskop wurden die Aufnahmen mit den gleichen technischen Einstellun
gen wie die der eigentlichen Marker gescannt. 
Antikörperfärbungen eine deutliche und charakteristische Färbung. 
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völlig anderer Ausprägung als CD34 und CD133, weshalb von einer unspezifischen Bindung 
dieses Isotyp-Antikörpers auszugehen ist. 
 
  
Abb. 17 Isotypenkontrollen der Stammzellantikörper in der humanen Milz
10µm dicke Gewebeschnitte wurden sowohl mit 
oder G) CD38-A647 (1:50), als auch mit den Isotyp
bio (1:50) und H) IgG1-A647 (1:50) für 30min bei RT inkubiert. Zusätzlich wurden zur Strukturgebung CD19
(1:10) und CD3-A488 (1:50) bzw. CD3
(1:400) und FITC-Signale mit α-FITC
mit α-Ziege-Cy3 (1:200) und Biotin mit Streptavidin
alle am selben Spender mit 63facher Vergrößerung 
von 200µm. 
4.1.3 Immunhistochemische Darstellung von 
in humanen Tonsillen 
Aufgrund der häufigen operativen 
Gewebematerial dar. Daher wäre eine Präparation humaner Stammzellen aus 
Tonsillenmaterial für evtl. therapeutische Ansätze auch in der Praxis vorstellbar. Für eine 
erste Analyse der humanen Tonsillen wurden wie in der Milz und im Thymus 
strukturgebende Marker verwendet, hier CD3, CD11b und CD19 (Abb. 18). Durch eine 
Färbung mit dem Antikörper α
CD11b Antikörper färbte vor allem 
Follikels befanden. CD3+ T-Zellen konnten hauptsächlich um den Follikel herum aber auch 
innerhalb des Follikels detektiert werden. Letzteres lässt 
Sekundärfollikel handelte, in dessen Keim
Abb. 18 Strukturgebende Färbungen an humanen Tonsillen
Zur Darstellung der Lymphfollikel in der humanen Tonsille wurde ein 10
(1:50), α-CD11b-A488 (1:50) und α-CD19
mit einem Ziege-α-PE-Antikörper (1:400) und anschließend mit 
Die dargestellte Immunfluoreszenzaufnahme wurd
vergrößert und am LSM700 aufgenommen. Der Maßstabsbalken entspricht einer Länge von 200
Im nächsten Schritt sollten auch in den Tonsillen 
Stammzellphänotyp mittels konfokaler Immunfluoreszenzmikroskopie untersucht werden. 
Dazu wurden Tonsillenschnitte ebenfalls mit den Antikörpern CD10, CD34, CD38, CD45RA, 
CD90, CD117, CD123 und CD133 gefärbt (Abb. 19). CD34 und CD38 waren im Inneren des 
Follikels, aber auch in der per
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perifollikulären Bereich identifizierbar (Abb. 19C), wohingegen CD90 ähnlich wie in der Milz 
den Follikel komplett umgab (Abb. 19D). CD117 konnte auf einigen Zellen in der perifolli
kulären Zone nachgewiesen werden, genauso wie CD123 und CD133. Letzteres war außer
dem im Keimzentrum exprimiert (Abb. 19E
verwendeten Marker auch in Tonsillen Hinweise auf das Vorkommen und die Verteilung von 
Zellen mit hämatopoetischem Stammzellphänotyp
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Abb. 19 Färbungen mit Stammzellmarkern an humanen Tonsillen
10µm dicke Kryoschnitte von humanen Tonsillen 
CD45RA-FITC (1:50), D) α-CD90-FITC (1:50), E) 
(1:50) und zusätzlich α-CD3-A488 (1:50) und 
wurden mit α-FITC-A488 (1:200), PE
(1:400) gekoppelt. Eine zusätzliche Verstärkung der PE
zwei Spender untersucht. Die Aufnahmen wurden mit einem 63fachen Objektiv aufgenommen und ein 
Maßstabsbalken von 200µm eingefügt.
Im Folgenden wurden zur genaueren Charakterisierung der Vorläuferzellen wieder unter
schiedliche Marker miteinander kombiniert. Dabei konnte eine CD
eine CD34+/CD90+ (Abb. 20B), eine CD34
Population (Abb. 20D) ermittelt werden. Vor allem die letzten Beiden wurden vorwiegend auf 
der der Organoberfläche zugewandten Seite gesehen (in Abb. 20 rechts). Außerdem 
konnten die schon im Thymus entdeckten CD34





wurden mit A) α-CD34-PE (1:50), B) α-CD38
α-CD117-bio (1:50), F) αCD123-bio (1:50) oder G) 
α-CD19-A647 (1:10) für 30min bei RT inkubiert.
-Signale mit Ziege-α-PE (1:400) amplifiziert und Biotin
-Signale erfolgte durch α-Ziege-Cy3 (1:400). Es wurden 
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aber weder CD38, noch CD45RA oder CD90 exprimierten
bei der Auswertung von drei Spendern eine durchschnittliche Anzahl von 4,3 




 (Abb. 20F). Quantitativ ergab sich 





Abb. 20 Untersuchung mehrfach positiver Vorläuferzellen in der humanen 
Von der humanen Tonsille wurden 10µ
α-CD38-FITC (1:50), α-CD38-A647 (1:50), 
(F) oder α-CD123-bio (1:50) für 30min bei RT gefärbt. Als strukturgebende Marker wurde entweder 
(1:10) oder α-CD3-A488 (1:50) zusätzlich eingesetzt. Zur Verstärkung der FITC
A488 (1:200) verstärkt, biotinylierte Antikörper wurden mit Streptavidin
mit Ziege-α-PE (1:400) und α-Ziege
Folgende Populationen hämatopoetischer Vorläuferzellen konnten identifiziert werden: A) CD34
CD34+/CD90+, C) CD34+/CD45RA+, D) CD34
CD34, CD38 und CD45RA eingeblendet, in der Mitte ist der vergrößerte Bildausschnitt dargestellt; rechts wurde 
das CD90-Signal statt dem CD45RA
positive weiß. Die Aufnahmen wurden mit einer 63fachen Vergrößerung angefertigt (linke Spalte, der 
Maßstabsbalken entspricht 200µm) und zus
rechte Spalte). 
Parallel zu den Antikörperfärbungen
CD10, CD38, CD45RA und CD90, IgG1
CD38 in den Mehrfachfärbungen 
wurden mit diesen Mausantikörpern gemäß den etablierten Methoden inkubiert, amplifiziert 
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detektiert. Aufgrund einer fehlenden Isotypenfärbung in der Tonsille kann geschlossen 
werden, dass alle Marker spezifisch gebunden hatten. Die Daten für CD34, CD90, CD123 




Abb. 21 Isotypkontrollen an humanen Tonsillen
10µm dicke Gewebeschnitte wurden sowohl mit CD34
(1:50) (E) und CD38-A647 (1:50) (G)
(D), IgG1-bio (1:50) (F) und IgG1
Strukturgebung CD19-A647 (1:10) und CD3
einem Ziege-α-PE-Antikörper (1:400) und FITC
Die Ziege-α-PE-Signale wurden mit 
dargestellten Immunfluoreszenzen wurden für die Aufnahme mit einem 63fachen Objektiv vergrößert. Der 
Maßstabsbalken entspricht einer Länge von 200
Es kann festgehalten werden, dass mittels Immunfluoreszenz 
Geweben wie den Tonsillen und dem Thymus
Oberflächenexpression aufwiesen, die den
entsprachen (GIBBS et al. 2011)
Phänotyp von bereits weiter differenzierten Zellen.
4.2 Generierung von DCs aus hämatopoetischen Stammzellen 
Mittels der Immunfluoreszenzaufnahmen war es möglich zu zeigen, dass im humanen 
Gewebe Zellen mit hämatopoetischen Vorläuferphänotyp 
diesen Beobachtungen stellte sich die Frage, ob diese Zellen auch noch in der Lage sind, 
sich weiter zu differenzieren. Insbesondere sollte geklärt werden, ob es ge
isolierte Gewebe-Stammzellen in DCs auszureifen. Um dies zu beantworten, sollte im Labor 
zunächst eine Methode etabliert werden, mit der aus CD34
können. Als Quelle für erste Vorversuche wurden CD34
schnurblut verwendet, da für die Anreicherung von CD34
deren Entwicklung zu DCs bereits Protokolle in der Literatur vorhanden waren (z. B. UENO 
et al. 2004; BATES et al. 1999). Nach der Etablierung der DC
des Nabelschnurbluts sollte diese Methode dann auf CD34
übertragen werden. 
Zuerst wurde das über das Klinikum Bamberg (Prof. Burkhard Schauf, Geb
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zellen untersucht. Nach Isolierung der mononukleären Fraktion mittels Gradienten-
zentrifugation wurden die Zellen mit Hilfe der Durchflusszytometrie analysiert. Zur 
Darstellung der Stammzellpopulation wurden die Zellen mit einem Cocktail an Oberflächen-
markern gefärbt, die nicht auf Stammzellen exprimiert sind (Lin: α-CD3, α-CD11b, α-CD11c, 
α-CD14, α-CD19 und α-CD56), sowie mit Antikörpern, die spezifisch auf Stammzellen 
vertreten sind (α-CD34, α-CD38, α-CD45RA und α-CD90). Dabei konnte im humanen 
Nabelschnurblut eine lin-negative, lebende Population an Einzelzellen detektiert werden, die 
sowohl positiv für CD34+ als auch CD38+ war. Die CD34+/CD38- Zellen wurden weiter auf die 
Expression von CD45RA und CD90 hin untersucht, so dass schließlich eine CD34+/CD38-
/CD45RA-/CD90+ Population dargestellt werden konnte (Abb. 22). Die Isotypkontrollen waren 
alle negativ (Daten nicht gezeigt). Somit war es gelungen, das in der Literatur beschriebene 
„hämatopoetische Stammzellkompartiment“ in humanem Nabelschnurblut zu identifizieren 
(GIBBS et al. 2011; SEITA und WEISSMANN 2010; DOULATOV 2010). 
 
Abb. 22 FACS-Analysen von Nabelschnurblut auf CD34+ Zellen 
Mittels Gradientenzentrifugation aufgereinigte und tiefgefrorene Einzelzellsuspensionen von Nabelschnurblut 
wurden aufgetaut und mit folgenden Antikörpern für 15min auf Eis inkubiert: α-CD3-V450 (1:30), α-CD11b-V450 
(1:30), α-CD11c-V450 (1:30), α-CD14-V450 (1:30), α-CD19-V450 (1:30) und α-CD56-V450 (1:30) für die 
Darstellung von lin- Populationen, sowie α-CD34-PE (1:30), α-CD38-A647 (1:30), α-CD45RA-FITC (1:30) und α-
CD90-PerCP/Cy5.5 (1:30) als Stammzellmarker. Unmittelbar nach der Resuspension mit DAPI-Lösung (1:6000) 
wurden 1x106 Zellen am FACS-Canto II eingelesen. Die Auswertung erfolgte mit der Software FACSDiva (BD 
Biosciences) und FlowJo (Tree Star). Dargestellt sind Pseudocolor-Dot Blots zur Darstellung der Morphologie 
(oben links) und Zellassoziationen (Doubletten-Gate, oben Mitte). Im Histogramm wurden gleichzeitig die toten 
(DAPI) und lin+ Zellen ausgeschlossen (oben rechts). Die unteren Zebra Blots zeigen Färbungen mit 
Stammzellmarkern. Es wurde eine CD34+/CD38+ und eine CD34+/CD38- Population unterschieden (Unten links). 
Letztere wurde weiter auf CD90+/CD45- Zellen untersucht. Die Zahlen geben die Prozentzahl der im Gate 
ausgewählten Zellen bezogen auf die Gesamtzellzahl an. Die dargestellte Abbildung ist repräsentativ für 30 
Spender, die verwendeten Daten wurden freundlicherweise von Frederik Hinrichs zur Verfügung gestellt. HSC: 





Um CD34+ Stammzellen aus Nabelschnurblut in DCs reifen zu können, wurden CD34+ Zellen 
mittels magnetischer Anreicherung isoliert. Dazu wurde die aufbereitete mononukleäre 
Fraktion des Nabelschnurbluts mit dem CD34-MicroBead Kit der Firma Miltenyi Biotec 
inkubiert und CD34+ Zellen mittels Positivselektion isoliert. Um die Qualität der Anreicherung 
nachzuweisen, wurden auch diese Zellen durchflusszytometrisch untersucht. Hierbei zeigte 
sich, dass durch die Anreicherung der Gehalt an CD34+ Zellen von ca. 1% auf über 95% 
gesteigert werden konnte. Wie in der Literatur beschrieben, war auf den meisten CD34+ 
Zellen auch CD38+ exprimiert (Abb. 23; SEITA und WEISSMAN 2010). Da nur zusammen 
mit den CD38+ Zellen ausreichende Zellzahlen für eine Kultivierung gewonnen werden 
konnten und CD38 lediglich einen ungerichteten Differenzierungsmarker für HSC darstellt 
(GOLDEN-MASON und O’FARRELLY 2002), wurde mit diesen Zellen weiter gearbeitet. 
 
Abb. 23 Anreicherung von CD34+ Zellen aus Nabelschnurblut 
Dargestellt sind Pseudocolor-Dot Blots von durchflusszytometrische Analysen der CD34+ Zellpopulation aus 
Nabelschnurblut A) vor und B) nach der Anreicherung mittels CD34 MicroBeads (Miltenyi Biotec). Die Zellen 
wurden mit den Abstammungsreihen-Markern α-CD3-V450 (1:30), α-CD11b-V450 (1:30), α-CD11c-V450 (1:30), 
α-CD14-V450 (1:30), α-CD19-V450 (1:30) und α-CD56-V450 (1:30), sowie mit α-CD34-PE (1:30) und α-CD38-
A647 (1:30) 15min auf Eis inkubiert, abzentrifugiert und kurz vor dem Einlesen von je 1x105 Zellen ins 
Durchflusszytometer mit DAPI-Lösung (1:6000) resuspendiert. Nach dem Einrichten eines morphologischen 
Gates erfolgte der Ausschluss von Doubletten, toten und lin+ Zellen (Daten nicht gezeigt, vgl. Abb. 22) und die 
Darstellung der CD34+/CD38+ Zellen im Pseudocolor-Dot Blot. Die Zahlen geben die Prozentzahl der im Gate 
ausgewählten Zellen bezogen auf die Gesamtzellzahl an. Die dargestellte Abbildung ist repräsentativ für fünf 
Spender. 
Die CD34-angereicherte Zellfraktion wurde in 24-Well Zellkulturplatten eingesät. Für die 
Zusammensetzung des Zellkulturmediums wurden zu Beginn der Etablierung zwei Protokolle 
aus der Literatur getestet: Protokoll 1 entsprach einer Methodik, die UENO et al. (2003) 
bereits angewendet hatten, Protokoll 2 wurde von BATES et al. (1999) übernommen. In Tab. 





Tab. 12 Protokolle zur Etablierung der Generierung von DCs aus CD34+ Nabelschnurblutzellen 
Protokoll 1 Protokoll 2 
Medium: X-VIVO15 (Lonza) Medium: RPMI1640 (Life technologies) 
HS (5%) FCS (10%) 
2-β-Mercaptoethanol (50µM) Gentamizin (100µg/ml) 
L-Glutamin (1%) L-Glutamin (2mM) 
GM-CSF (50ng/ml), TNF-α (10ng/ml), Flt3L 
(100ng(ml) 
GM-CSF (100ng/ml), TNF-α (2,5ng/ml), SCF 
(25ng/ml) 
Inkubationszeit: 8-10 Tage Inkubationszeit: 11-14 Tage 
Pro Well der 24-Well Platten wurden 3,75x105 Zellen in 500µl Medium entweder gemäß 
Protokoll 1 oder Protokoll 2 eingesät. An Tag 4 der Inkubationszeit wurden die Zellen von 
Protokoll 2 komplett entnommen, abzentrifugiert, in frischem Medium ohne SCF resuspen-
diert und wieder in Zellkulturplatten eingesät. Weiterhin waren die Zellen beider Protokolle in 
der Lage sich zu vermehren und wurden deshalb je nach Zelldichte alle zwei bis vier Tage 
gesplittet, um einem Nährstoffmangel vorzubeugen. Nach Ablauf der Inkubationszeit (s. Tab. 
12) wurden die Zellen aus den Zellkulturplatten entnommen und mittels Durchflusszytometrie 
untersucht. Dabei fiel als Erstes auf, dass alle Zellen während der Inkubationszeit an Granu-
larität und Größe gewonnen hatten. Jedoch zeigte sich bei den nach Protokoll 1 generierten 
Zellen eine wesentlich distinktere FSChigh/SSChigh Population (Abb. 24). 
 
Abb. 24 Morphologisches Gate von aus Nabelschnurblut-Stammzellen generierten DCs 
Gezeigt sind die morphologischen Gates (FSC-A/SSC-A) aus den durchflusszytometrischen Analysen von aus 





(rechte Spalte). Insgesamt wurden jeweils 3x105 Zellen eingelesen. Die Zahlen geben die Prozentzahl der im 
Gate ausgewählten Zellen bezogen auf die Gesamtzellzahl an. Die dargestellte Abbildung ist repräsentativ für 
fünf Spender. 
Weiterhin wurden die gereiften Zellen auf die Expression der Marker CD11c, HLA-DR, 
BDCA-1, BDCA-2, BDCA-3, CD123 und CD83 untersucht. Dabei stellte sich heraus, dass 
bei den nach Protokoll 1 im Gegensatz zu den nach Protokoll 2 generierten Zellen eine 
distinkte CD11c+/HLA-DR+ Population nachweisbar war (Abb. 25, oberer rechter Quadrant). 
 
Abb. 25 CD11c+/HLA-DR+ doppelt positive Zellpopulationen 
Gezeigt sind durchflusszytometrische Analysen von Zellen in Bezug auf ihre CD11c- und HLA-DR-Expression, 
die gemäß A) Protokoll 1 und B) Protokoll 2 entwickelt wurden. Zur Markierung der Oberflächenmoleküle wurden 
die Zellen 15min mit α-CD11c-PE/Cy7 (1:30), α-HLA-DR-PerCP (1:30), α-CD3-V450 (1:30), α-CD11b-V450 
(1:30), α-CD11c-V450 (1:30), α-CD14-V450 (1:30), α-CD19-V450 (1:30) und α-CD56-V450 (1:30) inkubiert. Kurz 
vor dem Einlesen von jeweils 3x105 Zellen in das FACS-Canto II erfolgte die Resuspension mit DAPI (1:6000) 
und anschließend die Auswertung mit Hilfe der FACSDiva und der FlowJo Software. Nach Einrichten eines 
morphologischen Gates erfolgte die Ausgrenzung von Doubletten, lin+ und toten Zellen (Daten nicht gezeigt) und 
die Darstellung der CD11c/HLA-DR-gefärbten Zellen im Pseudocolor-Dot Blot. Die Zahlen geben die Prozentzahl 
der im Quadranten enthaltenen Zellen bezogen auf die Gesamtzellzahl an. Der Versuch wurde dreimal mit 
vergleichbaren Ergebnissen durchgeführt. 
Da CD11c und HLA-DR entscheidende Marker für die Identifikation von DCs darstellen (LIU 
und NUSSENZWEIG 2010) lässt sich festhalten, dass nur mit Protokoll 1 eine ausreichende 
Menge an DCs aus CD34+ Nabelschnurblutzellen generiert werden konnte, weshalb mit 
diesen Bedingungen weiter gearbeitet wurde. Um die Zellausbeute zu verbessern, wurden 
zusätzlich Modifikationen an Protokoll 1 vorgenommen: Zunächst war aufgefallen, dass sich 
die Zellen bei Protokoll 2 deutlich stärker vermehrt hatten als bei Protokoll 1 (Daten nicht 
gezeigt). Dies wurde auf den proliferativen Effekt des Stammzellfaktors (SCF; METCALF 
2008; NERVI et al. 2006) zurückgeführt. Daher wurde dem Zytokincocktail von Protokoll 1 
zusätzlich noch SCF (25ng/ml) hinzugefügt, da hierdurch mit einer größeren Ausbeute an 
DCs zu rechnen war (Protokoll 1a, Daten nicht gezeigt). Weiterhin wurde getestet, wie sich 
die Zellen entwickelten, wenn dem Medium statt GM-CSF IL-3 beigegeben wurde. Dies 
schien ein interessanter Ansatz zu sein, da von CAUX et al. (1996) bereits an CD34+ Zellen 
aus Nabelschnurblut gezeigt worden war, dass IL-3 in Kombination mit TNF-α DCs 
hervorbringt, die denen ähneln, die mit einem Zytokincocktail aus GM-CSF und TNF-α 





Zytokincocktail: TNF-α (10ng/ml), Flt3L (100ng(ml), SCF (25ng/ml), IL-3 (10ng/ml) (die 
restlichen Bedingungen entsprachen denen von Protokoll 1). Aus Nabelschnurblut 
angereicherte CD34+ Zellen wurden in dieses Medium eingesät (3,75x105 Zellen in 500µl 
Medium pro Well einer 24-Well-Zellkultutplatte), zehn Tage inkubiert und anschließend 
mittels durchflusszytometrischer Analysen ausgewertet. Dieses Protokoll 1b brachte, 
passend zu den Ergebnissen von CAUX et al. (1996), Zellen hervor, die bezüglich der 
untersuchten Eigenschaften den Zellen aus Protokoll 1a sehr stark ähnelten (Daten nicht 
gezeigt). Dabei wurden zunächst CD11c+/HLA-DR+ Zellen untersucht und diese Population 
anschließend bezüglich der Expression von BDCA1-3, CD123, CD1a, CD14 und verschie-
dener C-Typ Lektine analysiert. Auch das Verhalten der Aktivierungsmarker CD80, CD83 
und CD86 24h nach Aktivierung mit 1µg/ml LPS wurde analysiert (Abb. 26). Dabei zeigte 
sich, dass es innerhalb der CD11c+/HLA-DR+ Population sowohl eine CD14+/CD1a- als auch 
eine CD14-/CD1a+ Subpopulation gab (Abb. 26A). Weiterhin war BDCA1 stark auf den 
CD11c+/HLA-DR+ Zellen exprimiert, ebenso wie die C-Typ Lektinrezeptoren DCIR, 
CD205/DEC205 und CD206. CD123, BDCA2, BDCA3 und CD207/Langerin war nur sehr 
gering vorhanden und CD209/DC-SIGN konnte gar nicht nachgewiesen werden (Abb. 26B). 
Nach der LPS-Aktivierung konnte eine Steigerung der Expression von CD80, CD83 und 






Abb. 26 Durchflusszytometrische Analyse von aus CD34+ Nabelschnurblutzellen generierten DCs 
CD34-angereicherte Nabelschnurblutzellen wurden gemäß Protokoll 1b inkubiert. Einem Teil der Zellen wurde 
24h vor der Entnahme aus der Zellkultur 1µg/ml LPS zugegeben. Anschließend wurden sie 15min mit α-CD11c-
PE/Cy7 (1:30), α-HLA-DR-PerCP (1:30), α-CD123-PE (1:30), α-BDCA1-APC (1:30), α-BDCA2-bio (1:30), α-
BDCA3-FITC (1:30), α-CD205-PE (1:30), α-CD209-bio (1:30), α-CD207-A488 (1:30), α-DCIR-APC (1:30), α-
CD80-PE (1:30), α-CD83-FITC (1:30) und α-CD86-PE (1:30) und den entsprechenden Isotypen auf Eis inkubiert. 
Danach folgte eine 10minütige Inkubation mit SA-APC/Cy7 (1:500) auf Eis. Direkt vor dem Einlesen von je 3x105 
Zellen erfolgte die Resuspension mit DAPI (1:6000). A) Es wurde ein morphologisches Gate eingerichtet, 
Doubletten und tote Zellen ausgegrenzt und auf die HLA-DR+/CD11c+ Zellen gegated. Diese Zellpopulation wurde 
anschließend in B) auf die Expression weiterer Marker untersucht (schwarze Linie). Die Isotypantikörper sind als 
graue Fläche dargestellt. MFI: Mean Fluorescence Intensity; Iso: Isotypkontrolle. In C) ist die Expression von 
Aktivierungsmarkern vor (schwarze Linie) und 24h nach (rote Linie) der LPS-Aktivierung dargestellt. Die 
Experimente wurden an drei Spendern mit vergleichbaren Ergebnissen durchgeführt. Die Zahlen geben die 





Nachdem STROBL et al. 1997 veröffentlicht hatten, dass geringe Mengen an TGF-β1 
zusammen mit Flt3L eine Entwicklung von CD1a+ DCs („epidermale LCs“) zusätzlich fördert, 
wurde in weiteren Experimenten dem Zytokincocktail von Protokoll 1b TGF-β1 (0,5ng/ml) 
hinzugefügt (Protokoll 1c). In diesen Experimenten konnte jedoch kein potenzierender Effekt 
auf die Entwicklung von CD1a+ Zellen aus CD34+ Nabelschnurblutzellen beobachtet werden 
(Daten nicht gezeigt). Deshalb wurde in den folgenden Experimenten vom Einsatz von TGF-
β1 abgesehen. 
Durch direkten Vergleich und verschieden Optimierungsstrategien konnte für die Gewinnung 
von DCs aus Nabelschnurblut ein optimiertes Protokoll sowie die entsprechenden FACS-
Bedingungen etabliert werden. Dieses Protokoll sollte nun übertragen werden auf die 
Herstellung von DCs aus Stammzellen lymphoiden Gewebes (tissue-derived DCs). Aufgrund 
der unter 4.1.1 dargestellten Immunfluoreszenzaufnahmen konnte von einem adäquaten 
Gehalt an Vorläuferzellen im humanen Thymus ausgegangen werden. Daher wurden 
zunächst CD34+ Zellen des humanen Thymus von sowohl tiefgefrorenen als auch frisch 
hergestellten Einzelzellsuspensionen mittels Durchflusszytometrie untersucht (Abb. 27). 
Dabei zeigte sich, dass die frischen Thymi einen prozentual deutlich niedrigeren Gehalt an 
CD34+ Zellen aufwiesen (durchschnittlich 0,9%, Mittelwert aus drei Spendern), als die 
Tiefgefrorenen (durchschnittlich 13,6%, Mittelwert aus drei Spendern). Diese Ergebnisse 
deuten darauf hin, dass die hämatopoetischen Vorläuferzellen den Einfrier- und 
Auftauprozess besser überstehen, als die übrigen Thymuszellen. Hier war kaum eine 
CD34+/CD38- Zellpopulation auszumachen, da nahezu alle CD34+ Zellen auch CD38+ 
exprimierten. Zusätzlich war diese Population negativ für CD90 und positiv für CD45RA und 






Abb. 27 Durchflusszytometrische Untersuchung von Thymozyten-Einzelzellsuspensionen auf hämato-
poetische Vorläuferzellen 
Sowohl A) frische als auch B) tiefgefrorene Einzelzellsuspensionen aus humanem Thymus wurden auf das 
Vorhandensein von CD34+ Zellen untersucht. Dazu wurden die Zellen für 15min auf Eis mit α-CD34-PE (1:30), α-
CD38-A647 (1:30), α-CD45RA-FITC (1:30), α-CD90-PerCP/Cy5.5 (1:30), α-CD123-bio (1:30) und den 
Abstammungsreihen-Markern α-CD3-V450 (1:30), α-CD11b-V450 (1:30), α-CD11c-V450 (1:30), α-CD14-V450 
(1:30), α-CD19-V450 (1:30) und α-CD56-V450 (1:30) inkubiert. Anschließend folgte die Kopplung des 
biotinylierten Antikörpers während einer 15minütigen Inkubation an SA-APC/Cy7. Kurz vor dem Einlesen von je 
1x106 Zellen in das Durchflusszytometer wurden die Zellen mit DAPI (1:6000) resuspendiert. Bei der Auswertung 
wurde zunächst ein morphologisches Gate gesetzt und anschließend Doubletten, tote und lin+ Zellen ausgegrenzt 
(Daten nicht gezeigt). Im linken Blot ist jeweils die Prozentzahl der CD34+/CD38+ Zellen bezogen auf die 
Gesamtzellzahl angegeben. Diese Population wurde weiter auf die Expression von CD45RA, CD90 und CD123 
untersucht (drei rechte Spalten, als schwarze Linie die Markerexpression, als graue Fläche die Isotypkontrollen). 
Die dargestellte Abbildung ist repräsentativ für je drei Spender. 
Für die Generierung von DCs aus Thymus-Stammzellen wurde als Erstes mit tiefgefrorenen 
Thymus-Einzelzellsuspensionen gearbeitet. Diese wurden zügig aufgetaut und die CD34+ 
Zellen mittels CD34-MicroBeads (Miltenyi Biotech) angereichert. Aufgrund der voran-
gegangenen Experimente mit Nabelschnurblutzellen wurde Protokoll 1b zur Herstellung der 
DCs verwendet. Dabei zeigte sich, dass die Zellen eine sehr geringe Vitalität aufwiesen, so 
dass nach wenigen Tagen nahezu ausschließlich totes Zellmaterial in den Zellkulturschalen 
vorhanden war. Deswegen wurden in einem weiteren Ansatz für die CD34-Anreicherung grö-
ßere Mengen der tiefgefrorenen Einzelzellsuspensionen eingesetzt, um die durch das Auf-
tauen bedingten Verluste auszugleichen. Zusätzlich wurden die Zellen an Tag 4 weiter-
kultiviert ohne zu zentrifugieren, um den zugegebenen Stammzellfaktor nicht zu verdünnen. 
Auch diese Versuche brachten keine nennenswerte Verbesserung des zellulären 
Überlebens. Aufgrund dieser Ergebnisse wurde dazu übergegangen, frisch operativ 
entnommenes Thymusgewebe direkt nach der Herstellung von Einzelzell-Suspensionen 
nach CD34+ Zellen aufzureinigen und diese einzusäen. Diese frischen Zellen wurden nach 
Protokoll 3 (Zugabe von Pen/Strep (10.000U/ml Penicillin und 10mg/ml Streptomycin) zu 
Protokoll 1b) über zehn Tage inkubiert. Nach Umstellung auf die Verwendung frisch aus dem 
Gewebe isolierter CD34+ Zellen und der Zugabe des Antibiotikums zum Kulturmedium 
konnte nun eine ausreichende Menge an DCs generiert werden. Im Vergleich zu Nabel-
schnurblut-DCs konnten Thymus-generierte DCs trotz SCF-Gabe nur wenig expandiert 
werden. Die Ergebnisse der durchflusszytometrischen Untersuchung sind in den Abb. 28 zu 
sehen. Wie bei den aus Nabelschnurblutzellen generierten DCs wurde auch hier die 
CD11c+/HLA-DR+ Population untersucht und weiter analysiert (Abb. 28A). Dabei zeigte sich, 
dass von diesen Zellen weder BDCA-Marker noch CD123 oder CD209 exprimiert wurde. Der 
Mannose-Rezeptor (CD206) war gering, die anderen C-Typ Lektinrezeptoren Clec9a, DCIR, 
DEC205/CD205 und Langerin/CD207 dagegen deutlich detektierbar (Abb. 28B). Einige 
Zellen wurden 24h vor der Analyse mit 1µg/ml LPS aktiviert und auf die Expression von 





Expression nach LPS-Aktivierung festgestellt werden. Außerdem war wie beim Nabelschnur-
blut eine deutliche Zunahme von Größe und Granularität der Zellen an Tag 10 verglichen mit 
Tag 0 festzustellen (Daten nicht gezeigt). Zusammenfassend kann festgehalten werden, 
dass aus CD34+ angereicherten Zellen des humanen Thymus eine CD11c+/HLA-DR+ 
Population in der Zellkultur generiert werden konnte, die zwar keine BDCA-Marker, jedoch 
Clec9a sowie Langerin als DC-spezifische Marker exprimierte. 
 
Abb. 28 Durchflusszytometrische Analyse von aus Thymus-Stammzellen generierten DCs 
Aus CD34+ Thymuszellen wurden mit einem Zytokincocktail gemäß Protokoll 3 DCs generiert. Einigen Zellen 
wurde 24h vor der Entnahme aus der Zellkultur 1µg/ml LPS zugegeben. Danach wurden alle Zellen 15min mit α-
CD11c-PE/Cy7 (1:30), α-HLA-DR-FITC (1:30), α-CD123-PE (1:30), α-BDCA1-APC (1:30), α-BDCA2-bio (1:30), α-
BDCA3-FITC (1:30), α-CD205- PE (1:30), α-CD206-PE (1:30), α-CD209-bio (1:30), α-CD207-A488 (1:30), α-





10minütigen Inkubation auf Eis mit SA-APC/Cy7 (1:500) wurden je 3x105 Zellen mit DAPI (1:6000) resuspendiert 
und sofort in das Durchflusszytometer eingelesen. A) Es wurde ein morphologisches Gate eingerichtet, Doub-
letten und tote Zellen ausgegrenzt und anschließend auf HLA-DR+/CD11c+ Population gegated. B) In Grau sind 
die Isotypenkontrollen dargestellt, als schwarze Linie die Markerexpression. MFI: Mean Fluorescence Intensity; 
Iso: Isotypkontrolle. C) Expression von CD83 und CD86 vor (schwarz) und 24h nach (rot) der Aktivierung mit LPS 
(1µg/ml). Die Abbildung ist repräsentativ für drei Spender.  
Um die Entwicklung der so aus Thymus generierten DCs anschaulich darzustellen, wurden 
an Tag 1, Tag 4, Tag 8 und Tag 11 der Inkubation je 1x105 Zellen aus der Kultur entnommen 
und mit einer Zytospin-Zentrifuge auf zwei Objektträger zentrifugiert. Nach der Trocknung 
wurden die Objektträger mit dem Hemacolor®-Kit der Firma Merck gefärbt und nach einer 
weiteren Trocknungszeit unter dem Lichtmikroskop betrachtet. Die einzelnen Zellen in ihren 
unterschiedlichen Entwicklungsstadien sind in Abb. 29 dargestellt. Auch hier ist, wie in den 
durchflusszytometrischen Analysen, die massive Größenzunahme zu sehen. Außerdem sind 
die Zellen ab Tag 8 nicht mehr kreisrund, sondern bilden Zellausläufer und -fortsätze aus, 
wie es für die Morphologie von DCs typisch ist. 
 
Abb. 29 Zytospin von aus Thymus-Stammzellen generierten DCs in unterschiedlichen Differenzierungs-
stadien 
Von aus Thymozyten-Einzelzellsuspensionen mittels CD34-Beads angereicherten und eingesäten Zellen wurden 
je 1x105 Zellen an Tag 1, 4, 8 und 11 aus der Zellkultur entnommen, abzentrifugiert und in humanem Serum 
haltigen PBS resuspendiert. 50µl der Zellsuspension wurden mittels Zytospin auf Objektträger abzentrifugiert. 
Nach einer Trocknungszeit von 12h wurde eine Hemacolor®-Blutausstrichfärbung (Merck) durchgeführt. Nach 
einer weiteren Trocknungszeit von mindestens 6h wurden die gefärbten Zellen an einem Axiovert 200M 
Lichtmikroskop betrachtet. Die Aufnahmen wurden mit 100facher Vergrößerung über eine AxioCam ICc1 
aufgenommen. Maßstabsbalken entspricht 20µm. Der Versuch wurde zweimal wiederholt. 
4.3 Zwei-Schritt-Strategie zur Produktion von Antikörpern gegen C-Typ Lek-
tinrezeptoren 
Antigen-Targeting ist eine neue vielversprechende Strategie, Antigene mittels rekombinanter 
Antikörper an Endozytoserezeptoren auf DCs in vivo zu binden, um diese in die Lage zu 
versetzen, spezifische Immunantworten gegen diese Antigene zu induzieren. Mit dieser 
Methode ist es in der Maus bereits erfolgreich gelungen, Immunantworten gegen einge-
brachte Modell- und Tumorantigene zu generieren (DUDZIAK et al. 2007). Um die Erfah-
rungen aus dem murinen System in das humane System transferieren zu können, müssen 





Typ Lektinrezeptoren, vorliegen. Daher war ein weiterer Schwerpunkt der Arbeit die 
Klonierung von löslichen Varianten von C-Typ Lektinrezeptoren, die für die Immunisierung 
und damit die Produktion von Antikörpern notwendig sind. Für die Herstellung monoklonaler 
Antikörper gegen die extrazellulären Bereiche verschiedener C-Typ Lektinrezeptoren sollte 
eine Zwei-Schritt-Immunisierungsstrategie verfolgt werden, die in ähnlicher Form schon bei 
der Produktion von humanem anti-DCIR (anti-ClecSF6) zum Erfolg geführt hatte 
(HEIDKAMP 2006). In einem ersten Schritt sollten Ig-Fusionsproteine kloniert und rekom-
binant produziert werden, die im C-Terminus der schweren Kette die extrazelluläre Domäne 
der C-Typ Lektinrezeptoren hClec9a, hLangerin, hDectin-1 oder hDectin-2 trugen. In einem 
zweiten Schritt sollte die Produktion von His-tragenden Varianten der gleichen C-Typ 
Lektinrezeptoren erfolgen. Für die anschließende Antikörperproduktion wurden somit Ig-
Fusionsproteine zur primären Immunisierung und His-tragende Proteine für die Boost-
Immunisierung bereitgestellt (Abb. 30). Die Verwendung von Ig-Fusionsproteinen hatte den 
Vorteil, dass diese in vivo wesentlich langlebiger sind als die His-tragenden Varianten und 
somit effektiver eine adäquate primäre Immunreaktion induziert wird. Aufbauend auf dieser 
Primärimmunisierung kann anschließend mit den kleineren His-tragenden Varianten eine 
wirklich spezifische Immunantwort erzielt werden. 
 
Abb. 30 Immunisierungsstrategie zur Produktion von Antikörpern gegen C-Typ Lektinrezeptoren 
Um Antikörper gegen die extrazellulären Domänen der humanen C-Typ Lektinrezeptoren Clec9a, Langerin, 
Dectin-1 und Dectin-2 herzustellen, sollten zunächst für die primäre Immunisierung von Ratten Ig-Fusionsproteine 
aus den C-Typ Lektindomänen und einem Immunglobulin (Ig) produziert werden. In einem zweiten Schritt sollte 
die so in den Tieren hervorgerufene Immunreaktion mit His-tragenden Varianten der C-Typ Lektindomänen 
geboostet und spezifiziert werden. Im Anschluss sollen dann die Isolierung der spezifischen B-Zellen aus der Milz 
und die Herstellung von Hybridomzellen erfolgen. 
4.3.1 Produktion löslicher Ig-Fusionsproteine 
Um die Ig-Fusionsproteine produzieren zu können, musste zunächst die C-Typ Lektin-
rezeptor-DNA mittels PCR amplifiziert und diese dann in einen Vektor ligiert werden, der für 
die eukaryotische Proteinproduktion geeignet ist. Dazu wurde das Plasmid pBR322-





die vollständige Sequenz des Plasmids bislang unbekannt war, wurde dies zunächst 
durchsequenziert. Es zeigte sich, dass der Vektor einen CMV- und einen Lac-Promotor, eine 
Ampizillin-Resistenzkassette sowie ein SV40- und ein f1-origin enthielt und damit das Vektor-
backbone dem des Vektors pBR322 entspricht (siehe Anhang). 
Um die C-Typ Lektinrezeptor-DNA zusammen mit einem Hämagglutinin-(HA-)Fragment in 
den pBR322-DEC205(HC)-Ova-Vektor klonieren zu können, war es nötig, geeignete 
Schnittstellen für Restriktionsenzyme an dieser einzubringen. Dazu wurden Primersequen-
zen für hClec9a mit einer NheI-, einer XbaI- und einer NotI-Schnittstelle erstellt und die DNA 
aus einem bereits vorhandenen Plasmid mittels PCR amplifiziert (EISSING 2011). Anschlie-
ßend wurden die Plasmide mit den Restriktionsenzymen NheI- und NotI verdaut, mittels 
Gelektrophorese aufgereinigt und mit dem identisch geschnitteten pBR322-DEC205(HC)-
Vektor über Nacht ligiert. Insgesamt wurde auf diese Weise das Ovalbumin(Ova)-Antigen 
ausgetauscht gegen zwei Glycin-Serin-Linker vor und nach der extrazellulären C-Typ 
Lektindomäne von Clec9a, sowie einem an den zweiten Glycin-Serin-Linker anschließenden 
HA-Fragment, welches für die spätere Detektion im Western Blot notwendig war (Abb. 31). 
 
Abb. 31 Schematische Darstellung der C-Typ Lektindomänen 
Mit Hilfe des Expasy tools (http://www.expasy.ch/tools/) smart (http://smart.embl-heidelberg.de/) wurden die in 





und die extrazellulären Kohlenhydraterkennungsdomänen (CLECT, pink) für A) Clec9a, B) Dectin-2, C) Dectin-1 
und D) Langerin ermittelt werden. Langerin enthält zusätzlich noch eine Coiled-coil-Region (grün). In E) ist 
dargestellt, wie die C-Typ Lektindomänen anschließend in die schwere Kette des Ig-Moleküls kloniert wurden: Für 
die Funktionalität und Stabilität des Moleküls wurden zusätzlich zu den C-Typ Lektindomänen (CLR) zwei Glycin-
Serin-Linker (G4S)2 eingefügt. Außerdem wurden Schnittstellen für Restriktionsenzyme (NheI, XbaI und NotI) für 
die Ligation der C-Typ Lektindomänen in das Vektorplasmid benötigt. Das HA-Fragment (HA-Frag.) diente der 
Detektion des Ig-Fusionsproteins im Western Blot. 
Im nächsten Schritt wurde die extrazelluläre Domäne von Clec9a über NheI und XbaI durch 
die extrazellulären Domänen für hLangerin, hDectin-1 bzw. hDectin-2 ersetzt (Abb. 31). Dazu 
wurden aus bereits vorhandenen Plasmiden (EISSING 2011) mittels geeigneter Primer 
(Kodierung für die NheI- und XbaI-Schnittstellen) die für die extrazellulären Domänen kodie-
renden Moleküle hLangerin, hDectin-1 und hDectin-2 mittels PCR amplifiziert, mit den 
Restriktionsenzymen NheI und XbaI geschnitten und in das identisch verdaute Plasmid 
pBR322-DEC205(HC)-Clec9a ligiert, transformiert und die DNA anschließend präparativ 
isoliert. Die über Restriktionsanalyse und Sequenzierung überprüften Plasmide enthielten in 
dem für die schwere Kette des DEC205-Antikörpers kodierenden Plasmid die extrazellulären 
Domänen von Clec9a mit 552bp, von Langerin mit 618bp, Dectin-1 mit 495bp und Dectin-2 
mit 468bp. Zusammenfassend kann festgehalten werden, dass Ig-Fusionsproteine mit vier 
verschiedenen extrazellulären Domänen von C-Typ Lektinrezeptoren erfolgreich kloniert 
werden konnten (Abb. 32). 
  
Abb. 32 Restriktionsanalyse der C
Dargestellt sind 1,5% Ethiumbromid
Langerin, B) DEC205(HC)-Dectin2, C) DEC205(HC)
Vektorplasmid (6,1 kb) und die heraus g
hDectin-2 mit 0,6kb (B), hClec9a mit 0,7kb (C), und hDectin
Längenstandard verwendet. Zur Auswertung wurden die Gele mit Hilfe eines UV
Um lösliche Ig-Fusionsproteine zur Immunisierung herstellen zu können, wurden Plasmide, 
die für die leichte und schwere Kette der DEC205
HEK293T Zellen transfiziert. Die in den Überstand sekr
niumsulfatpräzipitation und Protein
teine erfolgte über Coomassie
Zur Etablierung des Western Blots wurden die angewendete 
Primär- und Sekundärantikörper zunächst an einem HA
15E12) getestet. Dieser war bereits erfolgreich im Western Blot durch Dipl. Biol. Gordon 
Heidkamp (Mitarbeiter der AG Dudziak) nachgewiesen word
von ihm zur Verfügung gestellt
Primärantikörper anti-HA 3F10 (aus der Ratte) wurde freundlicherweise von Dr. Kremmer 
(Helmholtz-Zentrum München) zur Verfügung gestellt
Primärantikörpers nicht bekannt war, wurde von diesem zunächst ein Coomassie
semiquantitativen Bestimmung der Antikörper




-haltige TAE-Gele mit NheI/NotI-Restriktionsanalysen von A) DEC205(HC)
-Clec9a und D) DEC205(HC)-Dectin
eschnittenen DNA-Inserts von hLangerin mit einer Größe von 0,7kb (A), 
-1 mit 0,6kb (D). Als Standard wurde der 2log DNA
-Transilluminators betrachtet.
-CLR Ig-Fusionsproteine kodieren, in 
etierten Proteine wurden über Ammo
-G angereichert. Der Nachweis der so produzierten Pro
-Färbungen und Western Blots (Abb. 33). 
Technik und die verwendeten 
-tragenden DCIR
en und wurde freundlicherweise 
 (Heidkamp et al., Manuskript eingereicht)
. Da die Konzentration des 
konzentration angefertigt (Daten nicht gezeigt): 
 20µl) wurden neben untersch
 
-













Mengen des Vergleichsproteins IVIg (Intravenöses Immunglobulin; 1, 2, 5 und 10µg) aufge-
tragen. Dabei ergab sich eine anti-HA Antikörperkonzentration von 7,0 bis 7,5µg/µl, die somit 
hoch genug war, um den Antikörper direkt, ohne vorherige Aufkonzentrierung, für den 
Western Blot einzusetzen. Primär- und Sekundärantikörper des Western Blots wurden 
anschließend in unterschiedlichen Verdünnungsstufen am anti-DCIR-HA-Antikörper getestet, 
um die optimalen Antikörperkonzentrationen zu ermitteln (Daten nicht gezeigt). Dabei wurde 
das beste Ergebnis mit einer Verdünnung von 1:250 für anti-HA 3F10 und 1:2000 für den 
Peroxidase-konjugierten Ziege-anti-Ratte Sekundärantikörper erzielt. Weiterhin wurden drei 
verschiedene Blocking-Reagenzien getestet: 5% Milchpulver (Roth) in TBST, 5% BSA (Roth) 
in TBST und 0,5% Ziegenserum (Jackson ImmunoResearch Laboratories Inc.) in TBST 
(Daten nicht gezeigt). Da BSA und Ziegenserum vergleichbar gute Ergebnisse erbrachten, 
BSA aber die kostengünstigere Variante darstellte, wurde in den weiteren Versuchen mit 5% 
BSA in TBST gearbeitet. Entscheidend für die Reduzierung des Hintergrunds auf der PVDF-
Membran war jedoch neben der Wahl des Blocking-Reagenz auch die Behandlung der 
PVDF-Membran in möglichst kleinlumigen Gefäßen. Dazu wurde die Membran in Streifen 
geschnitten und jeder Streifen in einem separaten, möglichst kleinen Gefäß inkubiert.  
Die so ermittelten Bedingungen wurden nun auf die vier produzierten Ig-Fusionsproteine 
angewendet. Sowohl im Coomassie-Gel als auch im Western Blot ist deutlich die schwere 
Kette aller vier Ig-Fusionsproteine auf einer Höhe zwischen 70 und 100 kDa zu sehen. Die 
exakte Höhe variiert leicht zwischen den einzelnen Proben, je nachdem, welche C-Typ 
Lektindomäne in die schwere Kette hinein kloniert wurde. Für die Ig-Fusionsproteine 
Ig:hClec9a wurde eine Masse von 73,5kDa erwartet, für Ig:hDectin-1 71,3kDa, für 
Ig:hLangerin 76,0kDa und für Ig:hDectin-2 70,6kDa, welche auch für alle vier Ig-






Abb. 33 Coomassie-Gel und Western Blot von Ig-Fusionsproteinen 
Dargestellt sind jeweils das Coomassie-Gel (links) und der Western Blot (rechts) der klonierten und produzierten 
Ig-Fusionsproteine. Für die Coomassie-Gele wurden 3µl PageRulerTM Plus Prestained Protein Ladder (Fermen-
tas) und je 5µg des jeweiligen Proteins auf ein SDS-Polyacrylamidgel (4-20%) aufgetragen und dieses nach 
beendeter Elektrophorese mit Coomassie-Lösung gefärbt. Für die Western Blots wurden ebenfalls je 5µg Protein 
auf das Gel aufgetragen. Zur Detektion der HA-tragenden Proteine wurde nach dem Blotten des Gels auf eine 
PVDF-Membran der Ratte-anti-HA Antikörper in einer Verdünnung von 1:250 eingesetzt und anschließend mit 
einem HRP-konjugierten Ziege-anti-Ratte Antikörper mit 1:2000 detektiert. Zur Visualisierung wurde die Membran 
mit ECL-Lösung überschichtet und am ImageQuant™ biomolecular imager ausgewertet. In der schweren Kette 
der Immunglobuline sind die klonierten extrazellulären Domänen von A) hClec9a, B) hDectin-1, C) hLangerin und 
D) hDectin-2 enthalten. Die erwartete Masse der schweren Kette inklusive der C-Typ Lektindomäne liegt für 
hClec9a bei 73,5kDa, für hDectin-1 bei 71,3kDa, für hLangerin bei 76,0kDa und für hDectin-2 bei 70,6kDa. 
  
Zur Kontrolle, dass die verwendete
binden, wurde ein zusätzlicher Western Blot mit hDectin
verdünnten Primärantikörper nur 3% Milchpulver in TBST zugegeben wurde; alle anderen 
Bedingungen blieben gleich. Da die Struktur der Ig
Proteinen dieselbe war und für die Klonierung aller Ig
verwendet wurde, war das Ergebnis dieser einen Negativkontrolle auch für die andere
Proteine aussagekräftig. Damit wurde im Western Blot 
werden konnte, dass die Bindung des Primärantikörpers an das HA
(Abb. 34). 
Abb. 34 Negativkontrolle für Western Blot an 
Als Negativkontrolle des Western Blots wurden zweimal je 5
Polyacrylamidgel (4-20%) aufgetragen. Nach dem Blotten auf die PVDF
geschnitten und der eine Teil (A) 
Milchpulver in TBST 12h bei 4°C inkubiert. Anschlie
Ziege-anti-Ratte Antikörper (1:2000) für 1h bei RT inkubiert. Nach 1minütiger Inku
sie am ImageQuant™ biomolecular imager ausgewertet.
zwischen 70 und 100kDa sichtbar. 
Nach dem erfolgreichen Nachweis der produzierten Ig
proteinhaltigen Fraktionen vereinigt, einkonzentriert und ein
Abschließend folgten die Konzentrationsbestimmung mittels Bradford
Test, bevor die Ig-Fusionsproteine zur Antikörperproduktion versendet wurden 
Dr. Elisabeth Kremmer, Helmholtz
4.3.2 Produktion His-tragend
Um eine spezifische Immunantwort in den mit den Ig
Ratten zu erzielen, wurden His
Lektinrezeptoren hClec9a, hLangerin, hDectin
hierfür erforderlichen Plasmide wurden freundlicherweise von Dr. Eissing (Mitarbeiterin der 
AG Dudziak) zur Verfügung gestellt.
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Abb. 35 Schematische Darstellung von His-tragenden C-Typ Lektinrezeptorproteinen 
Die in den Vektor pcDNA 3.1 klonierte C-Typ Lektindomänen kodierende DNA (hClec9a, hLangerin, hDectin-1 
und hDectin-2) beinhaltete zusätzlich folgende Komponenten: Schnittstellen für Restriktionsenzyme (HindIII, 
EcoRI, XbaI, NotI), ein Signalpeptid (mIgG1 SP), welches bewirkt, dass die transfizierten Zellen das produzierte 
Protein in das umgebende Medium abgeben, ein 6xHis-Fragment (His-Frag.), ein Glycin-Serin-Linker ((G4S)2) 
und die extrazelluläre Domäne des jeweiligen C-Typ Lektinrezeptors (CLR). 
Die Plasmide mit löslichen His-tragenden C-Typ Lektinrezeptoren wurden in HEK293T Zellen 
transfiziert und die im Überstand enthaltenen Proteine mittels Ammoniumsulfatpräzipitation 
gefällt. Die Anreicherung erfolgte über Nickel-NTA-Beads, welche in der Lage sind, 6xHis-
Fragmente in Chelatkomplexen zu binden und diese bei Elution mit einem Imidazol-haltigen 
Puffer wieder freizugeben. Um die Produktion der His-tragenden Proteine zu überprüfen, 
wurden Coomassie-Gele und Western Blots angefertigt. (Abb. 36). Hierzu wurde zunächst 
der Western Blot von His-tragenden Proteinen optimiert und verschiedene Verdünnungen 
der verwendeten Primär- und Sekundärantikörper getestet (Daten nicht gezeigt). Als 
Testprotein wurde His-tragendes hClecSF6 verwendet (Heidkamp et al., 2010). Bei der 
Produktion von Testprotein und den anderen His-tragenden Proteinen zeigte sich, dass His-
tragende Proteine wesentlich instabiler waren als Ig-Fusionsproteine. Deshalb erfolgte die 
Ernte bereits 5 statt 7 Tage nach der Transfektion, und auch die weitere Aufreinigung wurde 
so zügig wie möglich durchgeführt, um die Proteine möglichst schnell bis zur weiteren 
Verwendung auf -80°C einfrieren zu können. Die löslichen His-tragenden Proteine wurden 
nach LPS-Eliminierung und Konzentrationsbestimmung im Coomassie-Gel und Western Blot 
untersucht. Hierbei konnten die löslichen Varianten aller vier C-Typ Lektinrezeptoren jeweils 
mit beiden Nachweismethoden abgebildet werden (Abb. 36). Für das Erzielen einer 
spezifischen Immunreaktion und somit Antikörperproduktion in Ratten wurden diese Proben 
ebenfalls zu Dr. Kremmer (Helmholtz-Zentrum München) geschickt.  
Zum Ende der hier durchgeführten Arbeit wurden die ersten Hybridom-Überstände von anti-
Clec9a und anti-Dectin-1 Antikörpern aus München erhalten, die nun molekularbiologisch 
und immunologisch auf die Bindung an ihre Zielmoleküle untersucht werden können. Neben 
den Bindungsstudien auf humanen DCs aus Gewebe, Monozyten-gereiften DCs und 
Nabelschnurblut-gereiften DCs liegt ein besonderes Augenmerk auf der Fähigkeit der 
Antikörperinternalisierung in DCs. Dieser Schritt ist entscheidend auf dem Weg zur 






Abb. 36 Coomassie-Gel und Western Blot von His-tragenden C-Typ Lektinrezeptorproteinen 
Zu sehen sind jeweils das Coomassie-Gel (links) und der Western Blot (rechts) von His-tragenden löslichen 
Varianten der C-Typ Lektinrezeptorproteine. Je 5µg Protein wurden auf ein SDS-Polyacrylamidgel (4-20%) 
aufgetragen und anschließend entweder mittels Coomassie-Lösung gefärbt oder auf eine PVDF-Membran 
geblottet. Diese wurde mit dem Primärantikörper Maus-anti-His6 Antikörper (1:250) und danach dem Peroxidase-
konjugierten Ziege-anti-Maus Sekundärantikörper (1:10000) inkubiert. Mit einer atomaren Masse von 17,4kDa ist 
lösliches hClec9a-His in A) zu sehen, lösliches hDectin-2-His läuft auf einer Höhe von 17,8kDa (B), lösliches 






Dendritische Zellen (DCs) werden oft als die „Dirigenten des Immunsystems“ bezeichnet, da 
sie sowohl das angeborene als auch das adaptive Immunsystem beeinflussen können. Je 
nachdem unter welchen Bedingungen DCs Antigen aufnehmen, können stimulierende oder 
supprimierende Immunreaktionen induziert werden (UENO et al. 2010; KLECHEVSKY 2009; 
TACKEN et al. 2007; STEINMAN et al. 2003). Als solche Schlüsselstellen in der Regulation 
immunologischer Reaktionen sind sie Gegenstand intensiver Forschungen, mit dem Ziel, die 
DC-Funktionen zu beeinflussen. Direkter therapeutischer Nutzen könnte bei der Bekämpfung 
autoimmuner Reaktionen oder maligner Entartungen gewonnen werden (SCHULER 2010; 
YAMAZAKI et al. 2009; SANCHO et al. 2008; ANDERTON et al. 2001). Um in einer zukünfti-
gen DC-Therapie nicht Toleranz zu induzieren, wenn eine aktivierende Immunreaktion nötig 
wäre und umgekehrt, ist ein tieferes Verständnis über die DC-Entwicklung, die Verteilung 
von DC-Subpopulationen in lymphoiden und nicht-lymphoiden Geweben und deren 
funktionelle Rolle bei der Induzierung von Toleranz und Immunität notwendig (STEINMAN 
2010). 
Die vorliegende Arbeit konzentrierte sich darauf, Vorläuferzellen auf ihr Vorkommen und ihre 
Verteilung in humanen lymphatischen Geweben hin zu untersuchen und ihr Potenzial für die 
Ausdifferenzierung zu DCs zu testen. Weiterhin sollten lösliche Varianten von C-Typ Lektin-
rezeptoren für die anschließende Produktion von Antikörpern zur Verfügung gestellt werden. 
Diese Antikörper können dann dazu genutzt werden, DCs im Blut, im Gewebe und auch die 
aus CD34+ Gewebestammzellen generierten DCs mittels Durchflusszytometrie und Immun-
fluoreszenz zu charakterisieren. Da die meisten C-Typ Lektinrezeptoren als Endozytose-
rezeptoren fungieren (DUDZIAK et al. 2007; FIGDOR et al. 2002; VALLADEAU et al. 2000), 
sind gegen C-Typ Lektinrezeptoren gerichtete Antikörper eine neue Möglichkeit, DCs in vivo 
spezifisch mit Antigenen zu beladen. 
5.1 Untersuchung hämatopoetischer Stammzellen in humanem Gewebe 
Hämatopoetische Stammzellen (HSC) sind die Vorläuferzellen aller Blutzellen (SEITA und 
WEISSMAN 2010). Im Embryo findet die Hämatopoese vorwiegend in der Leber statt, 
während beim Adulten das Knochenmark diese Rolle übernimmt (GOLDEN-MASON und 
O’FARRELLY 2002). Neben dem Knochenmark wurden HSCs auch in peripheren Geweben, 
wie Milz, Leber oder Thymus nachgewiesen (LUIS et al. 2012; WEERKAMP et al. 2006; 
GOLDEN-MASON und O’FARRELLY 2002). Allerdings gibt es noch kaum Veröffent-
lichungen, in denen die Verteilung der HSCs im humanen Gewebe dargestellt wurde 





entwickeln, wurde in dieser Arbeit das Vorkommen und die Verteilung von HSCs in humanen 
lymphatischen Geweben mittels Immunfluoreszenzaufnahmen untersucht. Um einen Über-
blick zu erhalten und die HSCs später bestimmten Regionen im Gewebe zuordnen zu 
können, wurden Thymi, Milzen und Tonsillen zunächst mit strukturgebenden Markern 
gefärbt. Im Thymus wurden dazu α-CD1b, α-CD3, α-CD11c und α-ZK-8 verwendet. ZK-8 
wird von kortikalen Epithelzellen exprimiert und erlaubt somit eine Abgrenzung von Rinde 
und Mark (EISSING 2011; LARCHER et al. 1992). Weiterhin auch das Hasall-Körperchen 
von ZK-8 markiert, was auf das Vorhandensein von mTECs, die als Antigen-präsentierende 
Zellen eine wichtige Rolle für die Entwicklung der T-Zellen spielen, zurückzuführen ist 
(EISSING 2011; SANOS et al. 2011; KOBLE und KYEWSKI 2009). CD11c+ Zellen wurden in 
Übereinstimmung mit vorangegangenen Untersuchungen in der medullären Region um die 
Hasallkörperchen herum detektiert (EISSING 2011), CD3 färbte die im Thymus sowohl in 
Kortex als auch Medulla vorhandenen T-Zellen und CD1b wird von Antigen-präsentierenden 
Zellen und T-Zellen im Kortex exprimiert (Abb. 9; ZOLA et al 2007; WEERKAMP et al. 2006). 
Zur Strukturgebung in Milz und Tonsille wurden Antikörper gegen CD3, CD11b und CD19 
verwendet (Abb. 10 und Abb. 18). CD3 färbte in beiden Geweben die T-Zellen an. Es konnte 
gezeigt werden, dass sich CD3+ T-Zellen vorwiegend in der perifollikulären Zone befinden. 
Zusätzlich wurden in der Milz CD3+ T-Zellen um die Zentralarteriole herum detektiert (Abb. 
14). In einigen Tonsillen-Aufnahmen konnten außerdem innerhalb des Follikels CD3+ Zellen 
detektiert werden (Abb. 18). Da es sich bei dem verwendeten Gewebe um Tonsillen 
handelte, die aus pathologischen Gründen in der HNO-Klinik des Universitätsklinikums 
Erlangen operativ entfernt wurden, handelte es sich hierbei vermutlich um T-Helferzellen im 
Keimzentrum eines Sekundärfollikels. Diese sind an der Reifung der intrafollikulären B-Zellen 
nach Antigenkontakt beteiligt (WELSCH 2003). CD11b wird vor allem von Makrophagen 
exprimiert, die sich in der Milz in der Marginalzone rings um den Follikel befanden (Abb. 14; 
MEBIUS und KRAAL 2005). Der Follikel selbst konnte sowohl in der Milz als auch in den 
Tonsillen durch den B-Zell-Marker CD19 sichtbar gemacht werden (Abb. 14 und 18). 
Für die Untersuchung von Vorläuferzellpopulationen in den humanen Geweben wurden die 
normalerweise für durchflusszytometrische Untersuchungen verwendeten Antikörper α-
CD10, α-CD34, α-CD38, α-CD45RA, α-CD90, α-CD117, α-CD123 und α-CD133 als Marker 
eingesetzt. Dabei stellte sich heraus, dass CD10, CD34, CD38, CD45RA, CD90 und CD123 
auch für die Verwendung bei Immunfluoreszenzaufnahmen an den untersuchten Geweben 
geeignet sind. CD117 lieferte nur in der Tonsille ein Signal (Abb. 19E). In Thymus und Milz 
wurde jeweils maximal eine Zelle auf 900µm2 detektiert (Abb. 10E und 15E). In keinem der 
Organe konnte eine Kofärbung von CD117 mit CD34 festgestellt werden (Daten nicht 
gezeigt). In der Literatur werden Hinweise auf die Expression von CD117 beim Menschen im 





Nabelschnurbluts (D’ALESSIO et al. 2010) und Stammzellen im Knochenmark gefunden 
(BAKSH et al. 2005). In diesen Untersuchungen wird CD117 allerdings nicht als Marker für 
hämatopoetische Vorläuferzellen hervorgehoben. Dies steht im Gegensatz zu den 
Gegebenheiten bei der Maus, wo CD117 einen wichtigen Marker nicht nur für HSCs, 
sondern auch für multi- und oligopotente Vorläuferzellen darstellt (Abb. 4; GIBBS et al. 2011; 
SEITA und WEISSMAN 2010). Diese Daten lassen vermuten, dass CD117 beim Menschen 
eher in sehr frühen Stadien der Zellentwicklung eine Rolle spielt und bei weiterer 
Differenzierung zügig herunter reguliert wird, so dass es von Gewebestammzellen schon 
nicht mehr exprimiert wird. Dazu passt auch, dass in den Experimenten zur DC-Generierung 
aus Thymuszellen keine Zellexpansion mittels SCF und damit eine Stimulation über den 
SCF-Rezeptor CD117 zu beobachten war (siehe Kapitel 4.2, ZSEBO et al. 1990). Somit 
könnte spekuliert werden, dass das Überleben hämatopoetischer Vorläuferzellen vor allem in 
Thymus und Milz unabhängig vom SCF ist. 
Die Immunfluoreszenzfärbungen mit α-CD133 lieferten ein eher unspezifisches Signal, 
weshalb von der weiteren Verwendung abgesehen wurde (Abb. 10G, 15G und 19G). Bei der 
Anfertigung von Immunfluoreszenzaufnahmen mit jeweils mehreren der ausgewählten 
Stammzellmarker wurde sowohl im Thymus als auch in der Tonsille eine CD34+/CD38-
/CD45RA-/CD90+ Zellpopulation detektiert (Abb. 12 und 20F). Diese Markerexpression 
stimmt überein mit den Charakteristika der zur Selbstreplikation und Differenzierung 
befähigten HSCs (Abb. 4; GIBBS et al. 2011; SEITA und WEISSMAN 2010). Im Gegensatz 
dazu konnte diese Population in der Milz nicht nachgewiesen werden (Daten nicht gezeigt). 
Quantitativ konnten im Thymus im Durchschnitt 12,7 Zellen/900µm2 von dieser Population 
detektiert werden und in der Tonsille 9,3 Zellen/900µm2. Diese befanden sich im Thymus alle 
im Kortex bzw. an der kortikomedullären Grenze und in der Tonsille im parafollikulären 
Bereich. Weiterhin wurden in allen drei Geweben CD34+ Zellen detektiert, die für CD38, 
CD45RA und CD90 negativ waren. Dies entspricht potentiell multipotenten Vorläuferzellen, 
die ihre Fähigkeit zur Selbstreplikation verloren haben, sich aber zu oligopotenten 
Vorläuferzellen weiter entwickeln könnten (Abb. 4; SEITA und WEISSMAN 2011). Von 
diesen oligopotenten Zellen konnten in Thymus und Tonsille die CD34+/CD38+/CD10+ 
gemeinsamen lymphoiden Vorläufer (CLP) dargestellt werden (Abb. 11E und 20E). Auch 
diese Population wurde nicht in der Milz gesehen (Daten nicht gezeigt). Weiterhin gab es 
Hinweise auf die gemeinsamen myeloiden Vorläufer- (CMP, CD34+/CD38+/CD123low/ 
CD45RA-), die Megakaryozyten-/Erythrozytenvorläufer- (MEP, CD34+/CD38+/CD123-
/CD45RA-) und die Granulozyten-/Makrophagenvorläuferzellen (GMP, CD34+/CD38+/ 
CD123+/CD45RA-) (Abb. 11D, 16D und 20D). Zur exakten Identifizierung dieser Subtypen im 





der Immunfluoreszenz und FACS-Analysen zur besseren Unterscheidung nötig, sowie 
funktionelle Untersuchungen und Analysen zur Differenzierungsfähigkeit. 
Zusätzlich wurde ebenfalls im Thymus beobachtet, dass mit Zunahme des Alters der 
Spender (unter 100 Tage bzw. über 100 Tage) der Gehalt an CD34+ Zellen deutlich abnahm. 
Von WEERKAMP et al. (2005) wurde gezeigt, dass CD34 auf Thymuszellen mit deren Rei-
fung herunter reguliert wird. Da der Thymus sich gemäß seiner Natur mit dem Alter zurück-
bildet (WELSCH et al. 2003), könnte diese Abnahme an Vorläuferzellen ein frühes Symptom 
dieses Prozesses sein. 
Mit Hilfe der ausgewählten Stammzellmarker konnte also ein Überblick über deren Verteilung 
in humanen Gewebeproben von Thymus, Milz und Tonsillen gegeben werden. Zusätzlich 
konnten einige definierte Stammzell-/Vorläuferzellpopulationen angesprochen werden. Dies 
deutet darauf hin, dass vor allem im Thymus und in den Tonsillen einige Zellen in Form 
dieser Vorläuferstadien in das Gewebe einwandern und sich erst dort zu DCs, T-Zellen, 
Makrophagen oder anderen funktionellen Zellen entwickeln. In Einklang mit diesen 
Ergebnissen wurde für den Thymus bereits gezeigt, dass sich erythroide, myeloide und 
lymphoide Zellen aus eingewanderten Vorläuferzellen entwickeln, die sich von pluripotenten 
Stammzellen unterscheiden und sich erst nach Eintritt in das Thymusgewebe auf eine 
Zelllinie festlegen (MEEK et al. 2010; WEERKAMP et al. 2006; SPITS 2002; RES et al. 
1996). 
5.2 Generierung dendritischer Zellen aus hämatopoetischen Stammzellen des 
Nabelschnurbluts 
Aufgrund der guten Darstellung von CD34+ Zellen mit hämatopoetischem Stammzell-
phänotyp in humanen Geweben sollte in einem zweiten Schritt überprüft werden, ob diese 
Zellen aus den humanen Geweben isoliert werden können und in der Lage sind, sich zu DCs 
zu entwickeln. Dies könnte möglicherweise Rückschlüsse auf die DC-Entwicklung in vivo 
zulassen. Um DCs aus isolierten CD34+ Zellen des Gewebes generieren zu können, war es 
zunächst wichtig, die Methode in einem einfacheren und kostengünstigeren Modell zu 
entwickeln. Deswegen wurden zunächst DCs aus CD34+ Zellen des Nabelschnurbluts 
generiert. Die Anreicherung von CD34+ Zellen aus Nabelschnurblut und deren Reifung zu 
DCs ist mittlerweile ein Standardprotokoll in der Literatur (z. B. BALAN et al. 2009; FADILAH 
et al. 2007; UENO et al. 2003; BATES et al. 1999; CAUX et al. 1996). Nabelschnurblut-
gereifte DCs werden u.a. in ersten klinischen Studien als Tumorvakzine eingesetzt 
(PEREIRA und PAIVA 2011; BANCHEREAU et al. 2001). Nach intensiver Literaturrecherche 
erschienen GM-CSF (50ng/ml), TNF-α (10ng/ml), Flt3L (100ng/ml) und SCF (25ng/ml) als 
die am häufigsten verwendeten Zytokine, deshalb wurden zunächst zwei Protokolle, die 





sich aus Protokoll 1 eine distinktere CD11c+/HLA-DR+ Population ergab (Abb. 25) und dies 
außerdem weniger Zeit als bei Protokoll 2 beanspruchte, wurde mit dieser Methode weiter 
gearbeitet. Eine Modifikation des Reifungsprotokolls 1 (Protokoll 1a) war die Zugabe von 
25ng/ml SCF zum Medium, da hierdurch eine größere Zellausbeute erzielt werden konnte. 
Außerdem wurde GM-CSF durch IL-3 ersetzt (Protokoll 1b). CAUX et al. (1996) hatten 
beschrieben, dass eine Entwicklung von DCs während einer Immunreaktion im Organismus 
vermutlich eher auf IL-3 als auf GM-CSF zurückzuführen ist, da es ausschließlich von durch 
Antigen aktivierte T-Zellen produziert wird. Somit käme die in vitro Entwicklung von DCs mit 
Hilfe von IL-3 einer Situation in vivo näher, als wenn dies mit GM-CSF durchgeführt würde 
(CAUX et al. 1996). Nichtsdestotrotz spielen bei einer Immunreaktion in vivo sicherlich noch 
weitere Faktoren eine Rolle, die beispielsweise die Zellen ansprechen, die keinen IL-3-
Rezeptor (CD123) exprimieren. Als Endresultat der Experimente an CD34+ Zellen aus 
Nabelschnurblut wurde mit Protokoll 1b (IL-3 (10ng/ml), TNF-α (2,5ng/ml), Flt3L (100ng/ml), 
SCF (25ng/ml); Inkubationszeit: 10 Tage) eine DC-Population generiert, die deutlich positiv 
für CD11c und HLA-DR war und außerdem BDCA1 exprimierte (Abb. 26A und B). 
Interessanterweise konnte der IL3-Rezeptor CD123 nur in geringer Expressionsstärke auf 
den CD34+ Nabelschnurblutzellen und den daraus gereiften DCs nachgewiesen werden 
(Abb. 26B). Daher könnten die generierten Nabelschnurblut-DCs den von MACDONALD et 
al. (2002), DZIONEK et al. (2000) und ROBINSON et al. (1999) definierten mDC1 DCs 
entsprechen. mDC-1 Zellen entwickeln sich über myeloide Vorläuferzellen und sind nach 
ihrer Reifung in der Lage, starke T-Zell-Antworten zu induzieren (JONGBLOED et al. 2010; 
BACHEM et al. 2010; POULIN et al. 2010; FADILAH et al 2007). Die Entwicklung von mDCs 
war zunächst überraschend, da die Zytokine Flt3L und IL-3 üblicherweise mit einer pDC-
Entwicklung assoziiert werden (FADILAH et al. 2007; BLOM et al. 2000; SPITS et al. 2000). 
Allerdings wurde eine Generierung von mDCs unter Einfluss von Flt3L und IL-3 auch schon 
von anderen Forschungsgruppen beobachtet (FADILAH et al. 2007), so dass eine 
Verwendung dieser Zytokine scheinbar nicht ausschlaggebend ist für eine lymphoide oder 
myeloide Entwicklung. 
Bezüglich der C-Typ Lektinrezeptoren konnte auf diesen Zellen CD206 (MMR), CD205 
(DEC205) und DCIR (ClecSF6) nachgewiesen werden, wobei DCIR von einigen Zellen 
mittelmäßig und von einigen hoch exprimiert wurde (Abb. 26A und B). CD205/DEC205 ist im 
Unterschied zu DCIR ein C-Typ Lektinrezeptor vom Typ I, wobei beide bereits erfolgreich im 
murinen und humanen System in vivo bzw. in vitro mit Antigen beladen werden konnten, um 
spezifische CD4+ und CD8+ T-Zellantworten zu induzieren (DO et al. 2008; MEYER-
WENTRUP et al. 2008; BOZZACCO et al. 2007; DUDZIAK et al. 2007; TRUMPFHELLER et 





Weiterhin konnten auf den aus Nabelschnurblutzellen generierten DCs zwei sich abgren-
zende Populationen von entweder CD14+ oder CD1a+ Zellen detektiert werden (Abb. 26A). 
Dies stimmt überein mit den Ergebnissen bereits publizierter Arbeiten, in denen CD14+CD1a- 
Zellen als Vorläufer von interstitiellen DCs beschrieben werden und CD14-CD1a+ Zellen als 
Vorläufer von Langerhanszellen (PACZESNY et al. 2007; UENO et al. 2003; DUPERRIER et 
al. 2000; ROMANI et al. 1994). Es konnte ebenfalls gezeigt werden, dass CD1a+ Zellen eine 
bessere T-Zellantwort als CD14+ Zellen induzieren. Dafür sind CD14+ Zellen in der Lage, 
naive B-Zellen nicht nur indirekt über eine Induktion von T-Helferzellen, sondern auch direkt 
zu aktivieren und somit eine humorale Immunantwort hervorzurufen (CAUX et al. 1997). 
Insgesamt war es erfolgreich gelungen, DCs aus CD34+ Zellen des Nabelschnurbluts zu 
generieren, die funktionell wichtige Oberflächenmoleküle exprimierten und zudem auf Stimu-
lierung mit LPS mit einer Hochregulation von CD80, CD83 und CD86 reagierten. 
5.3 Generierung dendritischer Zellen aus CD34+ Zellen mit hämatopoetischen 
Stammzellphänotyp aus humanem Thymusgewebe  
Im nächsten Schritt sollte das erfolgreichste Protokoll der Generierung von DCs aus 
Nabelschnurblut auf die Produktion von DCs aus humanen isolierten CD34+ Zellen aus 
Gewebe übertragen werden. Aufgrund der guten Verfügbarkeit der routinemäßigen bei Herz-
operationen entnommenen Thymi wurde beschlossen, sich auf die Generierung von DCs 
aus CD34+ Zellen des humanen Thymus zu konzentrieren. Im Gegensatz zu den CD34+ 
Zellen aus Nabelschnurblut gibt es in der Literatur für die DC-Generierung aus Thymus-
CD34+ Zellen verhältnismäßig wenige vergleichbare Experimente (WEERKAMP et al. 2006; 
MÁRQUEZ et al. 1998; RES et al. 1996). Im Rahmen dieser Arbeit konnten zwei wesentliche 
Sachverhalte festgestellt werden: Die Generierung von DCs aus CD34+ Zellen, die aus 
eingefrorenen Einzelzellsuspensionen des Thymus angereichert wurden, war nicht 
erfolgreich, da die meisten Zellen während der Inkubationszeit abstarben. Dies veranlasste 
uns dazu, CD34+ Zellen aus frischen Thymusgeweben zu isolieren und direkt mit Zytokin-
versetztem Medium in Kultur zu nehmen. Im Vergleich zu den Zellen aus Nabelschnurblut 
konnte nur eine geringe Expansion der Zellzahl beobachtet werden. Da in den 
Immunfluoreszenzaufnahmen gezeigt worden war, dass der Rezeptor für den 
Stammzellfaktor (CD117) im Thymusgewebe so gut wie nicht exprimiert wird (Abb. 10E), ist 
zu vermuten, dass der SCF auf CD34+ Zellen aus Thymusgewebe keinen nennenswerten 
Einfluss hat. CAUX et al. (1996) sprechen IL-3 und TNF-α einen wachstumsfördernden 
Effekt zu, was die – wenn auch geringere – Zellvermehrung erklären könnte, da beide 
Zytokine im Medium vorhanden waren und eine Untersuchung der CD34+ Thymuszellen auf 
den IL-3-Rezeptor (CD123) positiv verlief (Abb. 27). Nach der zehntägigen Inkubation 





Expression von CD11c und HLA-DR festgestellt. Jedoch waren weder der IL3-Rezeptor 
CD123 noch einer der BDCA-Marker exprimiert. Trotzdem konnten die DC-typischen C-Typ 
Lektinrezeptoren Clec9a, DCIR, CD205 und CD207/Langerin nachgewiesen werden. Der 
Makrophagen-Mannose-Rezeptor (MMR, CD206) war zudem in geringem Maße auf den 
Zellen vorhanden (Abb. 28A). Von SCHREIBELT et al. (2012) wurde kürzlich gezeigt, dass 
Clec9a von BDCA3+ DCs des peripheren Blutes exprimiert wird. Die in dieser Arbeit 
generierten Thymus-DCs sind positiv für CLEC9a, aber negativ für BDCA3. Daher könnte 
evtl. ein weiterer Faktor für die Expression von BDCA3 in der Kultur von Thymus-
Stammzellen fehlen, der die Expression von BDCA Markern kontrolliert. Ein ähnliches 
Phänomen wird auch bei der Kultivierung von Knochenmarks-gereiften DCs in der Maus 
beobachtet, in denen CD11c+ kreuzpräsentierende DCs expandiert werden können, denen 
jedoch der gewebsspezifische Marker CD8 fehlt (INABA et al. 1992). Interessant war 
außerdem die Expression von Langerin auf den kultivierten Zellen, da dies speziell auf 
Langerhans-Zellen (LCs) der Haut, nicht jedoch auf DCs im peripheren Blut zu finden ist 
(GEIJTENBEEK et al. 2004; MACDONALD et al. 2002). LCs spielen eine wichtige Rolle bei 
der Antigenpräsentation an das adaptive Immunsystem und sind zudem nur unter 
bestimmten Bedingungen in vitro zu generieren (UENO et al 2003; CAUX et al. 1996).  
Nach Aktivierung der aus CD34+ Zellen des Thymus generierten DCs konnte eine geringe 
Hochregulation von CD86 beobachtet werden, CD83 blieb dabei jedoch unverändert (Abb. 
28B). Neben der Frage, ob die aus den CD34+ Zellen des Thymus differenzierten Zellen 
tatsächlich DCs oder evtl. eher LCs waren, könnte auch eine möglicherweise fehlende 
Expression von Toll-like-Rezeptor 4 (TLR4) dafür verantwortlich sein, da TLR4 der Rezeptor 
für LPS ist (BEUTLER 2002). Für LCs der Haut wurde bereits beschrieben, dass diesen eine 
Expression von TLR4 fehlt (VAN DER AAR et al. 2007; ROMANI et al. 2006). Um die 
Reifungsfähigkeit der Thymus-DCs weiter zu testen, könnte die Aktivierung bereits zu einem 
früheren Zeitpunkt erfolgen oder das Experiment mit einem „Aktivierungscocktail“ aus 
beispielsweise IL-1β, IL-6, TNF-α, und PGE-2 (FADILAH et al. 2007) oder anderen TLR-
Liganden wiederholt werden. Zuletzt wurden einige Thymus-DCs 1, 4, 8 und 11 Tage nach 
dem Einsäen aus der Zellkultur entnommen und für die Lichtmikroskopie gefärbt (Abb. 29). 
Wie auch über durchflusszytometrische Untersuchungen bereits bemerkt, nehmen die Zellen 
während der Inkubation an Größe zu und gleichen sich mit ihren Zellausläufern dem 
morphologischen Bild der DCs an. 
Insgesamt bleibt festzuhalten, dass es im Rahmen dieser Arbeit gelungen ist, aus 
angereicherten CD34+ Zellen des Thymus Zellen zu generieren, die in ihrer Markerexpre-
ssion den Langerhans-Zellen ähneln. Weitere Untersuchungen sind nötig, um diese Ähnlich-
keit genauer zu verifizieren. Die Methode der DC-Generierung aus CD34+ Zellen kann 





5.4 Produktion löslicher C-Typ Lektinrezeptorproteine 
Da die C-Typ Lektinrezeptoren prinzipiell interessante Zielmoleküle für eine spätere Antigen-
Beladung von DCs in vivo darstellen, ist es wichtig, Antikörper zu generieren, die besonders 
effektiv in DCs internalisiert werden können. Da die Familie der C-Typ Lektinrezeptoren sehr 
redundante Aminosäure-Abfolgen in der extrazellulären Domäne besitzen und sehr homolog 
zwischen den verschiedenen Spezies sind, ist eine spezifische Antikörperproduktion nur 
bedingt möglich. Weiterhin sind fast alle C-Typ Lektinrezeptoren Typ-II-Transmembran-
proteine und die alleinige Expression der extrazellulär befindlichen C-Typ Lektindomäne 
kaum möglich. In einer vorangegangenen Studie konnten erfolgreich Antikörper gegen DCIR/ 
ClecSF6 produziert werden, wenn DCs direkt mit der Lektin-Domäne in Form von Ig-
Fusionsproteinen beladen wurden (HEIDKAMP et al., 2010). Ig-Fusionsproteine bieten den 
Vorteil, dass sie - ähnlich wie Antikörper – stabiler und somit langlebiger sind als monomere 
Proteine. Daher sollte im Rahmen dieser Arbeit ebenfalls Ig-Fusionsproteine für die initiale 
Primärimmunisierung verwendet werden. Als Ig-Fusionsprotein wurde der gegen Maus 
DEC205 gerichtete Antikörper DEC205 gewählt. Anstelle des bis dahin in die C-terminale 
Region klonierten C-Typ Lektindomäne von humanem DCIR sollten die extrazellulär liegen-
den C-Typ Lektindomänen der potentiellen Kandidaten Dectin-1, Dectin-2, Langerin und 
Clec9a kloniert und in HEK293T-Zellen Ig-Fusionsproteine in Form von ‚HA-tragendem anti-
DEC205/C-Typ-Lektindomäne-von-Protein-X’ produziert werden. Alle vier Proteine (anti-
DEC205-Clec9a-HA, anti-DEC205-Dectin-1-HA, anti-DEC205-Dectin-2-HA, anti-DEC205-
Langerin-HA) konnten erfolgreich hergestellt werden (Abb. 33).  
Für eine effektive Boost-Reaktion gegen die extrazelluläre C-Typ Lektindomäne wurden His-
tragende lösliche Varianten der gleichen C-Typ Lektinrezeptoren in der Zellkultur produziert 
(Clec9a-His, Dectin-1-His, Dectin-2-His, Langerin-His) (Abb. 36). Diese waren im Gegensatz 
zu den Ig-Fusionsproteinen wesentlich kleiner und ihre Struktur wurde hauptsächlich von den 
C-Typ Lektindomänen bestimmt (Abb. 35), so dass bei einer Immunisierung mit diesen Pro-
teinen eine deutlich spezifischere Immunantwort erwartet werden konnte. Sowohl die Ig-
Fusionsproteine als auch die His-tragenden Proteine wurden in das Helmholtz-Zentrum 
München geschickt (Kooperation mit Dr. Kremmer), um sowohl Ratten als auch Mäuse mit 
den Ig-Fusionsproteinen primär zu immunisieren und die Immunreaktion mit den entspre-
chenden His-tragenden Proteinen zu verstärken. Diese Produktion war erfolgreich und Anti-
körper gegen Clec9a und Dectin-1 konnten bereits während der Anfertigung der hier vorge-
stellten Arbeit von Frau Kremmer produziert werden. Dies bedeutet, dass die Strategie von 
„Priming“ mittels Ig-Fusionsprotein und „Boosten“ mittels His-tragendem Protein wiederum 
zum Erfolg geführt hat (HEIDKAMP et al. 2010). Die erhaltenen Hybridomüberstände werden 






Ziel der hier vorgelegten Arbeit war es, humane Stammzellen in primären und sekundären 
lymphatischen Geweben nachzuweisen, diese in der Zellkultur in DCs zu differenzieren und 
insbesondere C-Typ Lektinrezeptoren und kostimulatorsiche Moleküle auf diesen Zellen zu 
untersuchen. Aufgrund der teilweise nicht kommerziell erhältlichen Antikörper, sollten zudem 
lösliche  C-Typ Lektinrezeptor-Varianten kloniert und produziert werden, um Antikörper für 
eine spätere Antigen-Beladung humaner DCs produzieren zu können.  
Mit den in dieser Arbeit erzielten grundlegenden Ergebnissen wird eine Vielzahl weiterer 
Untersuchungen durchgeführt werden können. Zunächst gilt es, die Hybridomüberstände der 
Antikörper gegen Clec9a, Langerin, Dectin-1 und Dectin-2 zu analysieren. Insbesondere soll 
getestet werden, ob die Antikörper die DC-Subpopulationen spezifisch binden und über die 
C-Typ Lektinrezeptoren ins Zellinnere aufgenommen werden können. Dies wird sowohl über 
durchflußzytometrische Untersuchungen als auch konfokale Immunfluoreszenz auf 
Monozyten-gereiften DCs und primären DCs erfolgen können. Am wichtigsten werden dabei 
Analysen sein, die ermitteln, inwieweit die generierten Antikörper zur Internalisierung und 
Antigenpräsentation genutzt werden können. Dazu werden spezifische Antigene an die 
neuen Antikörper gekoppelt und untersucht, ob dies eine Internalisierung, Prozessierung und 
Präsentierung des Antigens auf MHC-Molekülen und somit eine T-Zellaktivierung zur Folge 
hat. Vor allem Langerin und Clec9a sind interessante und vielversprechende Moleküle für 
einen möglichen therapeutischen Einsatz am Menschen, da sie kaum auf anderen Zellen als 
DCs exprimiert werden. ELISA und Western-Blot-Analysen werden zudem zeigen, ob ein 
Teil der Antikörper auch für die Immunopräzipitation oder den Nachweis löslicher Formen der 
C-Typ Lektinrezeptoren unter denaturierenden Bedingungen geeignet ist. 
Die Analyse der Gewebe-spezifischen Stammzellen hat neue unerwartete Aspekte 
aufgezeigt, so dass aus humanen CD34+ Thymuszellen DCs in der in vitro Kultur generiert 
werden können. Interessant wird es daher im weiteren Verlauf sein, Stammzellen anderer 
Gewebe, wie beispielsweise Tonsillen, auf ihre Differenzierungseigenschaften zu charakte-
risieren. Zudem wird es wichtig sein zu untersuchen, ob die in den humanen lymphatischen 
Geweben dargestellten Zellen mit hämatopoetischen Phänotyp tatsächlich morphologisch 
und funktionell dem „hämatopoetischen Stammzellkompartiment“ (siehe Kapitel 2.2) ent-
sprechen. Um dies zu verifizieren, ist eine Isolierung und Kultivierung dieser Zellen mit 
anschließenden durchflusszytometrischen Untersuchungen sowie Softagar-Assays (clono-
genic assays) nötig. Damit könnte geklärt werden, ob diese Zellen im Gewebe in vivo 
tatsächlich in der Lage sind, sich zu adulten immunkompetenten Zellen zu entwickeln, was 
einen tieferen Einblick in die Entwicklung von DCs und anderen Zellpopulationen im Organis-
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Aus hämatopoetischen Stammzellen (HSCs) können sich neben allen anderen Zellen des 
Immunsystems auch dendritische Zellen (DCs) entwickeln. DCs spielen eine zentrale Rolle 
sowohl bei der Induktion von Immunantworten als auch bei der Aufrechterhaltung peripherer 
Toleranz. Eine Beeinflussung von DCs zur therapeutischen Nutzung wäre wünschenswert, 
erfordert aber ein noch tieferes Verständnis über deren Entwicklung im humanen 
Organismus. Das erste Ziel dieser Arbeit war die Charakterisierung potentieller DC-Vorläu-
ferzellen in humanen lymphatischen Geweben. In Immunfluoreszenzaufnahmen von Thy-
mus, Milz und Tonsillen mit Stammzell-charakterisierenden Markern konnten sowohl die in 
der Literatur als „Hämatopoetisches Stammzellkompartiment“ beschriebene Zellpopulation 
als auch weitere Zwischenstufen der Entwicklungsreihe der HSCs detektiert werden. Als 
Nächstes wurde untersucht, ob die im Gewebe identifizierten CD34+ Zellen in der in vitro 
Kultur zu DCs differenziert werden konnten. Hierzu wurden zunächst Protokolle etabliert und 
weiterentwickelt, in denen CD34+ Stammzellen des Nabelschnurbluts zu DCs gereift wurden. 
In einem anschließenden Schritt wurde das Protokoll mit den besten Ausbeuten an DCs auf 
Thymuszellen angewendet. Somit gelang es, aus Thymusstammzellen eine DC-
Subpopulation zu generieren, die aufgrund ihrer Markerexpression den Langerhanszellen 
ähnelt. Auf ihnen konnten außer Langerin auch andere C-Typ Lektinrezeptoren (Clec9a, 
DCIR und CD205) detektiert werden. Diese Zellen sind daher interessante Ziele für Unter-
suchungen zur Antigenbeladung von DCs und deren Präsentation an das adaptive Immun-
system. Zur effektiven Antigenbeladung von DCs werden Antikörper gegen endozytotisch 
wirksame Oberflächenmoleküle benötigt. Für deren Produktion wurden im weiteren Verlauf 
der Arbeit His-tragende und Ig-Fusionsproteine von Clec9a, Langerin, Dectin-1 und Dectin-2 
produziert, um diese zur Immunisierung und Antikörperproduktion einzusetzen. In Zukunft 
können diese Antikörper zur Charakterisierung verschiedenster DC-Subpopulationen und 
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Hematopoetic stem cells (HSCs) can differentiate into all types of blood cells including 
dendritic cells (DCs). DCs play a central role in the induction of immune responses as well as 
in the maintenance of peripheral immune tolerance. Generating DCs for potential therapeutic 
applications would be an important advance, but for this a deeper understanding of the 
development of these cells in the whole organism is still necessary. The first aim of this 
research was the characterization of potential DC progenitor cells in human lymphoid 
tissues. Therefore, cryoslides of thymus, spleen and tonsil were prepared, stained with stem 
cell-specific markers and their immunofluorescence patterns studied. With these data it was 
possible to identify the so-called “hematopoetic stem cell compartment” (CD34+/CD38-
/CD45RA-/CD90+) as well as subpopulations of the developing hierarchy of HSCs. 
Furthermore, it was investigated whether these tissue CD34+ cells could develop into DCs in 
vitro. First, protocols were designed to generate DCs from cord blood CD34+ cells. In a 
second step the protocol with the best results was applied to thymic CD34+ cells to generate 
a DC subpopulation, which on the basis of its marker expression resembles Langerhans’ 
cells. These cells expressed Langerin and other C-type lectin receptors (Clec9a, DCIR and 
CD205), which makes them interesting for future studies of antigen targeting to DCs and 
subsequent antigen presentation to the adaptive immune system. For effective antigen 
targeting, antibodies against endocytic receptors on DCs are necessary. In further studies we 
produced His-tagged and Ig-fusion proteins of Clec9a, Langerin, Dectin-1 und Dectin-2 to 
utilize them for the immunization and antibody production in rats. In the future antibodies 
generated from these immunizations can be used in the characterization of different DC 
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9 Anhang 












Jeweils 650ng des Plasmids 600 wurden mit 20pmol Sequenzierprimer (5.14 Seq Ova, 5.1 Seq DEC
Seq DEC-Vektor, 5.4 Seq DEC-Vektor, 5.5 Seq DEC
DEC-Vektor, 3.14 Seq HC 33D1, 3.1 Seq DEC
mit EB-Puffer auf 7µl aufgefüllt. Die Proben wurden verpackt und zum Sequenzieren (Seqlab) versendet. Nach 
Erhalt der neuen Sequenzen wurden die nächsten Sequenzierprimer erstellt und dieses Prozedere wiederholt, bis 
sich die Anfangs- und Endsequenzen des Plasmids überschnitten und die Nukleotidfolge des Vektors somit 
vollständig ermittelt war. Die fertige Sequenz wurde anschließe
analysiert. Amp marker (orange) stellt die Ampicillinresistenz dar, außerdem ist die Sequenz der schweren Kette 
von DEC205 in pink markiert. Über die NheI





-Vektor, 5.6 Seq DEC-Vektor, 5.7 Seq DEC
-Vektor und 3.2 Seq DEC-Vektor) zusammen gegeben und alles 
nd mit Hilfe von „Plas Mapper“ (DONG et al. 2004) 
- und NotI-Schnittstellen (blau) wurde später das Ov
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